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1 Einleitung 
 
1.1 Der Zellzyklus im Überblick 
 
Im Jahre 1855 begründete Rudolf Virchow die moderne Zelltheorie: „omnis cellula e cellule“, 
durch Teilung bestehender Zellen entstehen neue Zellen (Rudolf Virchow, 1858). Walther 
Flemming prägte im Jahr 1882 den Begriff „Mitose“ für die Zellteilung und erkannte gewisse 
Strukturen welche auf die neu entstehenden Zellen im gleichen Maße verteilt werden 
(Flemming, 1882). Einige Jahre später wurden diese Strukturen (Chromosomen) von Avery et 
al. experimentell als die Träger der Erbinformation identifiziert (Avery et al., 1944). Diese 
Erkenntnis belegt, dass die Zellteilung als Ziel die Generierung zwei genetisch gleicher 
Tochterzellen hat. Der Zellzyklus wird in folgende diskrete Phasen unterteilt: G1- (G=Gap), 
S- (S=DNA-Synthese), G2- und M-Phase (Mitose).  
 
 
Abbildung 1-1: Die Phasen des Zellzyklus im Überblick: G1, S, G2 und M (rot). Die jeweiligen Kontrollpunkte sind gezeigt. 
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Dabei unterteilt sich die Mitose in Prophase, Prometaphase, Metaphase, Anaphase und 
Telophase und schließt mit der Zytokinese ab (Abbildung 1-1). Zwischen der S-Phase (DNA 
Replikation) und der M-Phase (DNA Teilung) gibt es die G1- und die G2-Phase. Die G1-
Phase folgt direkt auf die Mitose und in dieser Phase ist die Zelle empfänglich für positive 
sowie negative Wachstumssignale. In der G2-Phase, welche direkt auf die S-Phase folgt, 
bereitet sich die Zelle auf die Mitose vor. Schließlich gibt es noch eine fünfte Phase, die G0-
Phase (quieszente Zelle). In dieser Phase kann die Zelle reversibel aus G1 treten, wenn nicht 
genügend wachstumsfördernde Signale vorherrschen oder die Zelle ausdifferenziert vorliegt 
(Michelle D. Garrett, 2001). Stehen der Zelle wieder genug Mitogene zur Verfügung, verlässt 
diese den G0-Zustand und tritt wieder in die G1-Phase ein. An diesem Punkt kann die Zelle 
dann ohne weitere mitogene Stimuli proliferieren, und dieser Punkt wurde von Arthur Pardee 
1974 als Restriktionspunkt oder auch „point of no return“ definiert (Pardee, 1974). Für die 
Progression des Zellzyklus ist eine Familie der Serin/Threonin Kinasen, die Cyclin 
abhängigen Kinasen (Cdks), essentiell wichtig (Morgan, 1997). Ihre Aktivität hängt von der 
Assoziation mit den regulatorischen Untereinheiten, den Cyclinen ab. Die Aufgabe der Cdks 
ist die Kontrolle des Zellzyklus durch Phosphorylierung von Zellzyklusspezifischen Proteinen 
(Garrett, 2001). Das Retinoblastoma-Tumorsuppressorgen pRb ist ein Schlüsselregulator der 
G1-Phase und besitzt 16 potentielle Phosphorylierungsstellen für Cdk (Taya, 1997). In der 
frühen G1-Phase liegt pRb in einem hypophosphorylierten Zustand vor und reprimiert 
dadurch die Aktivität von Transkriptionsfaktoren der E2F-Familie, welche für die Expression 
von S-Phase Genen zuständig sind (J. William Harbour and Douglas C. Dean, 2000). Durch 
die Phosphorylierung von pRb durch Cdk in der G1-Phase, wird die Bindung  zu E2F-
Proteinen gelöst und die E2F-abhängige Transkription findet statt. Dies ist erforderlich, um 
den Restriktionspunkt in der späten G1-Phase zu passieren (Garrett, 2001). Die 
Phosphorylierung wird von Cdk4/Cyclin D und Cdk6/Cyclin D initiiert. Dadurch löst sich die 
Bindung von pRb mit Histon-Deacetylasen und Cyclin E wird exprimiert und der aktive 
Komplex aus Cdk2/Cyclin E gebildet. Dieser phosporyliert dann pRb weiter und die Bindung 
zu E2F wird vollständig gelöst, wobei dies die Transkription voran treibt und die Zelle von 
G1 in die S-Phase treten kann (William Harbour und Dean, 2000). Wenn die Zelle in die S-
Phase tritt, wird Cyclin A exprimiert und assoziiert mit Cdk2. Somit können dann neue 
Substrate von Cdk2/Cyclin A phosphoryliert werden (Michelle D. Garrett, 2001). Zu diesen 
Substraten gehört Cdc6, welches die Replikation initiiert und vom Nukleus in das Zytoplasma 
und zu E2F relokalisiert. Die Progression von der G2-Phase in die Mitose benötigt dann die 
Aktivität von Cdk1/Cyclin B1. Dieser Komplex phosphoryliert eine Vielzahl an Proteinen, 
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Die Duplikation und Trennung der Chromosomen muss hoch präzise ablaufen. Das Fehlen 
oder das Vorhandensein zu vieler Chromosomen in einem Chromosomensatz kann zu 
Aneuploidie führen. Die daraus resultierenden Konsequenzen für die Zellen sind die 
Apoptose oder das unkontrollierte Zellwachstum, welches zur Tumorentstehung beitragen 
kann. Deshalb besitzen Zellen sogenannte Kontrollpunkte (checkpoints), welche sicherstellen, 
dass Fehler während des Zellzyklus repariert werden oder die Zelle den Zelltod findet. Die 
wichtigen Kontrollpunkte in Eukaryoten sind der DNA-Schadenskontrollpunkt am Ende der 
G1-Phase, der G2-DNA-Schadenskontrollpunkt am G2/M Übergang und der Spindelaufbau-
Kontrollpunk (spindle assembly checkpoint SAC) in der Mitose (Gorbsky, 2001; Murray, 
1992). Dabei kontrolliert der DNA-Schadenskontrollpunkt das genetische Material auf Fehler, 
bevor die Zelle in die S-Phase übergeht. In Eukaryonten verhindert der Spindelaufbau-
Kontrollpunkt (SAC) die fehlerhafte Chromosomensegregation, welche zu Aneuploidie 
führen kann. Die Fehlregulation dieses Kontrollpunktes hat dramatische Folgen und ist an der 
Tumorentstehung beteiligt (Musacchio und Salmon, 2007). 
  
1.1.1 Die Mitose 
 
Die Mitose unterteilt sich in folgende Unterphasen: Prophase, Prometaphase, Metaphase, 
Anaphase und Telophase. In der Prophase kondensiert das Chromatin und einzelne 
Chromosomen werden sichtbar (Civelekoglu-Scholey und Cimini, 2014). Die Frequenz der 
Mikrotubuli-(MT)-Polymerisation und Depolymerisation nimmt zu und fördert damit die 
Interaktion zwischen den dynamischen Plus-Enden der MTs mit den kondensierten 
Chromosomen (Civelekoglu-Scholey and Cimini, 2014; Compton, 2000; Gadde and Heald, 
2004; Kirschner MW, 1986). Während der Prometaphase wird die Kernhülle vorrübergehend 
aufgelöst und einige MTs wachsen von den Zentrosomen aus und verbinden sich mit den 
Kinetochoren eines duplizierten Chromatids. In vielen Modellorganismen binden einzelne 
Kinetochore mehrere Mikrotubuli und bilden somit die als Kinetochor-Faser oder K-fiber 
bezeichneten MT-Bündel aus. Typischerweise liegen Chromosomen zuerst in der 
monotelischen Anordnung vor, das heißt, dass ein Schwester-Kinetochor gebunden an MTs 
und eins ungebunden vorliegt. Diese Kinetochore können amphitelisch verknüpft werden, 
genauer, beide Schwester-Kinetochor sind an die Mikrotubuli des entgegengesetzten Pols 
gebunden und können sich somit auf den Spindel-Äquator bewegen (Cai et al., 2009a; Kapoor 




   4 
und die Ausrichtung in der Spindel-Äquatorplatte, nennt man Chromosomen congression 
(Civelekoglu-Scholey und Cimini, 2014). Nachdem alle Chromosomen in der Spindel-
Äquatorplatte ausgerichtet sind, befindet sich die Zelle in der Metaphase und die Ausbildung 
der Metaphaseplatte findet statt. In vielen Zelltypen oszillieren die Chromosomen in der 
Metaphaseplatte kontinuierlich um den Spindel-Äquator (Skibbens et al., 1993). Die 
Anaphase setzt durch die abrupte und synchrone Trennung der Schwesterchromatide aufgrund 
des Auflösens des Cohesin-Komplexes zwischen den Schwesterchromatiden ein (Blow and 
Tanaka, 2005).                  
Während der Anaphase, bewegen sich die beiden Schwesterchromatide auf die 
gegenüberliegenden Spindelpole durch die Verkürzung ihrer jeweiligen K-fibers zu. Dieser 
Vorgang wird auch als Anaphase A bezeichnet und ist von der Anaphase B zu unterscheiden, 
in welcher sich die Spindel-MTs weiter verlängern, so das die Chromosomen weiter 
auseinanderrücken. In der Telophase haben die Chromosomen die Spindelpolregionen 
erreicht, und beginnen zu dekondensieren. Zu diesem Zeitpunkt beginnt die Bildung der 
Kernhülle um die dekondensierenden Chromosomen, um die zwei identischen Tochterzellen 
zu trennen. Die Zytokinese beginnt während der späten Anaphase/Telophase durch die 
Bildung einer Teilungsfurche, welche aus einem Aktin-Myosin kontraktilen Ring besteht. 
Dieser Prozess teilt das Zytoplasma vollständig, wodurch die Zellteilung abgeschlossen ist 
(Civelekoglu-Scholey and Cimini, 2014). 
 
1.1.2 Die bipolare mitotische Spindel 
 
Die Hauptfunktion der mitotischen Spindel ist die akkurate Trennung der Geschwister-
Chromatide nach der G2-Phase durch den Aufbau eines bipolaren Arrangements von 
verschiedenen Mikrotubuli-(MT)-Populationen (Gatlin und Bloom, 2010). Innerhalb der 
Spindel wird zwischen drei verschiedenen Typen von Mikrotubuli unterscheiden: Die astralen 
Mikrotubuli verbinden die Spindelpole mit dem Zellkortex und sind für die Polarisation 
zuständig, interpolare Mikrotubuli sind antiparallel mit den interpolaren Mikrotubuli des 
gegenüberliegenden Spindelpols angeordnet, Kinetochor-Mikrotubuli (K-MTs oder k-fibers), 
verbinden die Kinetochore mit den Mikrotubuli der Spindelpole für die akkurate Trennung 
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Abbildung 1-2: Schematischer Aufbau der mitotischen Spindel. Die mitostiche Spindel besteht aus interpolaren, astralen und 
Kinetochor-Mikrotubuli. Die Plus-Enden sind zur Spindelmitte ausgerichtet und die Minus-Enden zu den Zentrosomen. Die 
Kinetochor-Mikrotubuli sind mit den Chromosomen verknüpft 
 
Die Nukleation der Mikrotubuli zum Aufbau einer bipolaren Spindel erfolgt prinzipiell an den 
Zentrosomen, dem sogenannten Mikrotubuli-Organisationszentrum (MTOC) (Wittmann et 
al., 2001). Dieses MTOC liegt in der perinukleären Region, die zwei Zentriolen, bestehend 
aus neun Tripletts an Mikrotubuli enthält. Die Zentriolen sind von einem elektronendichten 
perizentriolaren Material umgeben (PCM), in dem Proteine enthalten sind, die für die 
Nukleation und Organisation der MTs zuständig sind. Darunter befindet sich γ-Tubulin, das 
mit anderen Proteinen den γ-TuRC-Komplex (Tubulin Ring Complex) bildet (Hannak et al., 
2002). Für den Aufbau der bipolaren mitotischen Spindel übernimmt auch die zentrosomale 
Aurora A Kinase eine wichtige Funktion (Sardon et al., 2008). Diese Kinase kann durch 
Autophosphorylierung aktiviert werden, dennoch sind andere Aktivatoren wie TPX2 
(Targeting protein for Xklp2) zusätzlich an der Aktivierung beteiligt (Barr and Gergely, 2007; 
Gruss and Vernos, 2004). Die Interaktion von TPX2 mit Aurora A schützt den für die 
Aktivität verantwortlichen T-loop (Thr288) vor Dephosphorylierung durch Protein 
Phosphatase 1 (PP1) (Bayliss et al., 2003). Aurora A reguliert zudem Proteine, welche für den 
Aufbau der mitotischen Spindel zuständig sind, wie zum Beispiel Proteine der TACC-
(Transforming acidic coiled-coil-containing proteins)- und chTOG-(Cytoskeleton-associated 
proteins)-Familie (Barr and Gergely, 2007; Gergely, 2002). Auch andere Proteine, wie das 
Motorprotein Eg5 (Kinesin-like protein KIF11) wird von Aurora A reguliert (Giet et al., 




   6 
beispielsweise Mikrotubuli assoziierten Proteine, welche im nächsten Kapitel näher 
beschrieben werden. 
 
1.2 Mikrotubuli assoziierte Proteine 
 
Die grundlegende Struktur der mitotischen Spindel bilden die MTs, deren Dynamik und 
Organisation von einer Vielzahl an Mikrotubuli-assoziierten Proteinen (MAPs) und 
Motorproteinen reguliert wird (Helmke et al., 2013). MAPs beeinflussen die Wirksamkeit von 
Chemotherpeutika sowie das Tumorwachstum (Bhat und Setaluri, 2007).  
Die am besten studierten stabilisierenden MAPs sind Tau, MAP2 und MAP4, wobei Tau und 
MAP2 eine wichtige Rolle in Neuronen spielen (De Forges et al., 2012). Tau bindet in seiner 
dephosphorylierten Form an Tubulin und fördert die Polymerisation und Stabilisation von 
axonalen Mikrotubuli. Ein veränderter Phosphorylierungsstatus von Tau ist mit 
neurodegenerativen Erkrankungen (Tauopathien) wie Alzheimer assoziiert (Buée et al., 
2000). Durch Phosphorylierung von MAPs, wie Tau, dissoziieren diese von den MTs und ihr 
stabilisierender Effekt wird aufgehoben (Ebneth et al., 1999). Andere MAPs haben dagegen 
einen destabilisierenden Effekt auf MTs, entweder durch Zerteilen der MTs oder indem sie 
die Depolymerisation fördern (De Forges et al., 2012). Die drei Proteine Katanin, Spastin und 
Fidgetin regulieren die Anzahl und die Länge der MTs mittels ihrer Aktivität lange MTs zu 
zerschneiden (severing enzymes) (Zhang et al., 2007). Andere MAPs, wie beispielsweise 
Stathmin, binden freie Tubulin-Dimere (Belmont und Mitchison, 1996) und fördern dadurch 
die Guanin-Triphospat-Hydrolyse und somit die Depolymerisation der MTs (Howell et al., 
1999). Proteine der Kinesin-13-Familie, wie MCAK (Mitotic Centromere-Associated Kinesin) 
bewirken eine Konformationsänderung der Tubulin-Dimere und fördern dadurch die 
Depolymerisationsrate der MTs (Ems-McClung und Walczak, 2010). Eine besondere Klasse 
der MAPs sind die Plus-TIPs (MT plus-end tracking proteins) (Akhmanova und Steinmetz, 
2010). Aufgrund ihrer Lokalisation an den Plus-Enden der MTs, spielen Plus-TIPs eine 
wichtige Rolle bei der Regulation der MT-Dynamik. Sie sind zudem dafür verantwortlich, 
dass MTs mit den Zentrosomen und dem Zellkortex interagieren können (De Forges et al., 
2012). Als erstes Plus-TIP wurde CLIP170 (cytoplasmic linker protein) identifiziert (Perez et 
al., 1999). Seine Inaktivierung induziert den Einbau von GTP-Tubulin-Dimeren und dadurch 
kommt es zu dem Verlust von p150Glued (Dynactin subunit 1) an den Plus-Enden der MTs 
(Komarova et al., 2002). Die Familie der EB (End-Binding) Proteine spielt eine Hauptrolle an 
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Erkennen der GTP-Kappen oder durch Erkennen einer spezifischen strukturellen 
Konformation des Protofilaments und rekrutierten dann andere Plus-TIPs (De Forges et al., 
2012). Die EB Proteine binden ihre Partner über zwei verschiedene Wege. Proteine mit einer 
CAP-Gly-Domäne (cytoskeleton-associated protein-glycine-rich), wie zum Beispiel CLIPs, 
die mit dem C-Terminus der EBs über das Motiv EEY/F interagieren (Komarova et al., 2005). 
Andere TIPs wie CLASPs (CLIP-associated proteins) und MCAK assoziieren mit dem 
hydrophoben Serin-reichen Motiv SxIP (Honnappa et al., 2009). Dabei fördern CLASPs die 
Rekrutierung von Tubulin-Dimeren an das Plus-Ende der MTs, MCAK ist dagegen eine Plus-
TIP Depolymerase (Al-Bassam et al., 2010; Newton et al., 2004) . Eine andere Familie der 
Plus-TIPs sind die Proteine der TOG-Familie (tumor overexpressed gene), zu denen 
XMAP215 (Microtubule-associated protein 215 kDa) oder sein Homolog Ch-TOG 
(Cytoskeleton-associated protein 5) gehören. Diese Proteine induzieren die Addition von 
Tubulin-Dimeren an das Plus-Ende der Mikrotubuli und fördert somit deren Wachstum 
(Brouhard et al., 2008).  
 
1.3 Aufbau und posttranslationale Modifikationen von Mikrotubuli 
 
1.3.1 Aufbau und Eigenschaften von Mikrotubuli 
 
Die Regulation der Mikrotubuli-Dynamik ist essentiell für viele Prozesse wie die Segregation 
der Chromosomen in der Mitose, Zell-Migration, intrazellulärer Transport und 
Zelldifferenzierung (Babet van der Vaart, 2009; Desai und Mitchison, 1997). Mikrotubuli 
(MTs) formen das zytoplasmatische Netzwerk der Zelle und bestehen α/β-Tubulin 
Heterodimereinheiten die hohle zylindrische Polymere bilden (Kirschner, 1986). Das α-
Tubulin eines freien Dimers wird direkt vor das β-Tubulin eines bereits eingebauten Dimers 
gesetzt (Howard und Hyman 2003). Dadurch entsteht eine polare Orientierung mit zwei 
unterschiedlichen Enden. Zum Minus-Ende der MTs ist das α-Tubulin orientiert und β-
Tubulin zum sogenannten Plus-Ende. Der Einbau neuer Tubulin-Dimere findet nahezu 
ausschließlich am dynamischen Plus-Ende statt (Howard und Hyman, 2003). Das weniger 
dynamische Minus-Ende verbleibt am MTOC und das Plus-Ende polymerisiert vom MTOC 
weg (Howard und Hyman, 2003; Mitchison, 1984). Beide Dimere, α-Tubulin als auch β-
Tubulin, sind an Guanosin-Triphosphat (GTP) gebunden (Desai und Mitchison, 1997). 
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gebundene, frei zugänglich und kann somit zu GDP hydrolysiert werden (Howard und 
Hyman, 2003).         
In vitro wechseln Mikrotubuli zwischen langsamen Polymerisationsperioden und schnellen 
Depolymerisationsperioden, ein Verhalten das als dynamische Instabilität von Mitchison und 
Kirchner beschrieben wurde (Mitchison, 1984). Die dynamische Instabilität (Abbildung 1-3) 
kann empirisch durch folgende Parameter beschrieben werden: Die Polymerisations- und 
Depolymerisationsrate, die Dauer den Polymerisations- und Depolymerisationsphase, die 
Frequenz des Übergangs von Polymerisation zu Depolymerisation (genannt catastrophe oder 
Katastrophe) und die Häufigkeit des Übergangs von der Depolymerisation zur Polymerisation 
(genannt rescue oder Rettung) (Pasquier und Kavallaris, 2008). Die dynamische Instabilität 
wird durch den Austausch von GTP/GDP vermittelt (Kirschner, 1986). Die α-Tubulin-
Untereinheit ist immer an GTP gebunden und wird bevorzugt polymerisiert. Dagegen ist die 
β-Tubulin-Untereinheit entweder an GTP oder GDP gebunden und wird somit entweder 
polymerisiert oder depolymerisiert. Innerhalb der Mikrotubuli wird daher zwischen zwei 
Enden mit unterschiedlichen dynamischen Eigenschaften differenziert. Das Plus-Ende, dass 
durch die β-Tubulin-Untereinheit abgeschlossen ist dynamischer als das Minus-Ende das 
durch die α-Tubulin-Untereinheit abgeschlossen ist (Pasquier und Kavallaris, 2008). 
 
 
Abbildung 1-3: Schematische Darstellung der dynamischen Instabilität von Mikrotubuli. Mikrotubuli wachsen durch den 
Einbau von GTP-Tubulin Dimeren am Plus-Ende (oben links). Der Verlust von GTP-Tubulin Dimeren am Plus-Ende führt 
zum „catastrophe“-Ereignis (unten links), woraufhin Mikrotubuli durch den Verlust von GDP-Tubulin Dimeren am Plus-
Ende depolymerisieren (unten rechts). Die erneute Anlagerung von GTP-Tubulin am Plus-Ende bewirkt das „rescue“-
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Die MT-Dynamik in Zellen wird sowohl räumlich, als auch zeitlich innerhalb verschiedener 
Regionen im Zytoplasma von vielen verschiedenen Proteinen reguliert. Während der Mitose 
ist die MT-Dynamik drastisch erhöht im Vergleich zu Zellen in der Interphase, um die 
Bildung und Spannung von Kinetochor-Mikrotubuli zu gewährleisten, welche für die korrekte 
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1.4 Posttranslationale Modifikationen der Mikrotubuli  
     
Die Struktur der MTs ist zwischen Zelltypen sowie Organismen konserviert und kann durch 
unterschiedlichste Mechanismen, die noch nicht vollständig verstanden sind, angepasst 
werden. Zu den möglichen Regulationen der Diversität von MTs gehören der Einbau von 
alternativen Tubulin-Isoformen und posttranslationale Modifikationen (PTM) der Tubulin-
Untereinheiten (Janke und Kneussel, 2010; Ludueña, 1998; Wilson und Borisy, 1997). Die 
posttranslationalen Modifikationen (Abbildung 1-4), sind entscheidend für die Eigenschaften 
und Funktionen der Mikrotubuli. Die breite Palette von PTMs können allein oder in 
Kombination chemische Unterschiede erzeugen, die ausreichend sind, um Mikrotubuli 
spezifische zelluläre Funktionen zu verleihen (Janke und Kneussel, 2010; Verhey und 
Gaertig, 2007; Westermann und Weber, 2003). 
 
Abbildung 1-4: Schematische Darstellung des α-/β-Tubulin Dimers mit den dazugehörigen Modifikationen. Sowohl α- als 
auch β-Tubulin können an verschiedenen Glutamat-Resten  polyglycyliert und polyglutamyliert werden. Zusammen mit der 
Detyrosinierung am C-Terminus und dem anschließenden entfernen des vorletzten Glutamatrestes, welches die Δ2-Tubulin 
generiert, sind diese Modifikationen spezifisch für den C-Terminus. Die Acetylierung dagegen findet ausschließlich 
innerhalb des Tubulin-Dimers statt (modifiziert nach (Janke and Chloë Bulinski, 2011)). 
 
Die reversible Detyrosinierung/Retyrosinierung von α-Tubulin wurde bereits 1973 
beschrieben und ist die am besten charakterisierte Tubulin-Modifikation (Barra, Rodriguez 
und Arce, 1973). Durch Detyrosinierung wird das C-terminale Tyrosin mittels einer noch 
nicht bekannten Carboxypeptidase entfernt (Hallak ME, Rodriguez JA, Barra HS, 1977). 
Detyrosiniertes Tubulin wird üblicherweise mit MT-Stabilität in Verbindung gebracht, da 
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1987). Trotz allem ist diese Modifikation nicht per se für die Stabilität von Mikrotubuli 
verantwortlich. Detyrosiniertes Tubulin kann zusätzlich zu Δ2-Tubulin konvertiert werden, 
indem irreversibel das vorletzte Glutamat abgespalten wird (Paturle, Wehland und Margolis, 
1989). Diese Reaktion wird durch eine Deglutamylase der CCP-Familie (zytosolische 
Carboxypeptidasen) katalysiert (Rogowski et al., 2010). In Neuronen beispielsweise, ist die 
Δ2-Tubulin-Modifikation auf sehr stabile MTs beschränkt, welche in der letzten Phase der 
funktionellen Differenzierung auftreten und Mikrotubuli an dem Polymerisations/ 
Depolymerisationszyklus hindern (Paturle-Lafanechère et al., 1994). Zudem könnte diese 
Modifikation MTs in einem detyrosiniertem Status blockieren und somit zu einer 
permanenten Stabilisierung führen (Janke und Chloë Bulinski, 2011). Es wurde gezeigt, dass 
MCAK und auch neuronales KIF2A bevorzugt tyrosiniertes Tubulin depolymerisieren 
(Khawaja, Gundersen, 1988; Peris et al., 2009).       
Die Acetylierung des Lysins 40 innerhalb des Tubulin-Polymers wurde als zweite Tubulin-
Modifikation entdeckt (L’Hernault und Rosenbaum, 1985; Maruta et al., 1986). Bis heute 
wurden weitere Acetylierungsstellen in α- und β-Tubulin entdeckt (Choudhary et al., 2009). 
Gegenwärtig sind zwei Tubulin-Deacetylasen bekannt: Histondeacetylase 6 (HDAC6) und 
Sirtuin 2 (SIRT2). Beide sind Homologe der HDACs und deacetylieren bevorzugt α-Tubulin 
und andere zytoplasmatische Substrate eher als Histone selbst. HDAC6 selbst zeigt dabei 
keine Deacetylierungsaktivität bei Histonen (Janke und Chloë Bulinski, 2011). Die 
Acetyltransferasen ARD-NAT1 (arrest defectiv 1 amino-terminal, α-amino acetyltransferase 
1) und ELP-Komplex (elongator protein complex) haben zwar einen Effekt auf die 
Acetylierung von Lysin 40, aber Mec-17 (mechanosensory abnormality 17) und seine 
Orthologen wurden als die wesentlichen Acetyltransferasen für Lysin 40 in α-Tubulin 
beschrieben (Akella et al., 2010; Ohkawa et al., 2008; Shida et al., 2010; Solinger et al., 
2010). Mec-17 wurde daraufhin in Tubulin-N-Acetyltransferase 1 (α-TAT) umbenannt. Das 
Expressionslevel von α-TAT korreliert mit der Acetylierung von α-Tubulin, aber nicht anders 
herum, da manche Organismen zwar das Lysin 40 innerhalb des α-Tubulin besitzen aber kein 
α-TAT oder eines seiner Homologen (Janke und Chloë Bulinski, 2011).    
Die Analyse von Säugetiergehirn mittels Massenspektrometrie zeigte, dass Tubulin 
polyglutamyliert ist. Dabei werden die hydrophoben Glutamat-Reste an die γ-Carboxygruppe 
eines oder mehrere Glutamin-Reste nahe des C-Terminus addiert (Alexander et al., 1991; 
Eddé et al., 1990). Neben der Polyglutamylierung wurde als zusätzliche Modifikation die 
Polyglycylierung beschrieben, bei welcher neutrale Glycinketten an Glutamat-Reste addiert 
werden (Redeker et al., 1994). Beide Modifikationen sind heterogener als die anderen 
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und Chloë Bulinski, 2011). Die Polyglutamylierung wird durch einen Multiproteinkomplex 
mit TTLL-like1 (Tubulin-Tyrosin Ligase-like Protein 1) als katalytische Untereinheit 
katalysiert (Janke et al., 2005). Diese TTLL-Enzym Familie enthält sowohl Glutamylierungs- 
als auch Glycylierungsenzyme (Ikegami und Setou, 2009; Rogowski et al., 2009; Wloga et 
al., 2009). Jedes dieser TTLL-Enzyme weist bestimmte Reaktions-Präferenzen auf, welche 
entweder an α- oder β-Tubulin lange oder kurze Seitenketten generieren (van Dijk et al., 
2007; Rogowski et al., 2010). Für die Deglutamylierung wurden die Enzyme der CCP-
Familie identifiziert (Kimura et al., 2010; Rogowski et al., 2010). Diese Deglutamylasen 
entfernen entweder die Verzweigungen der Glutamat-Seitenketten oder hydrolysieren 
Peptidbindungen zwischen den Glutamat-Resten der linearen Kette, wodurch wiederum Δ2-
Tubulin entsteht (Janke und Chloë Bulinski, 2011). 
 
 
1.4.1 Mikrotubuli und Krebs 
 
In einer Vielzahl von Krebsarten gibt es Veränderungen des Mikrotubuli-Netzwerkes, wie die 
Expression der verschiedenen Tubulin-Isotypen, veränderte postranslationale Modifikationen 
und veränderte Expression von MAPs (Parker et al., 2014). Variationen in der Tubulin-
Isotypen-Expression sind die am besten charakterisierten Veränderungen in Krebs und 
konnten in soliden sowie in hämatologischen Tumoren beobachtet werden. Dies führt oft zu 
einer Chemotherapie-Resistenz und einer schlechteren Prognose der Patienten. So sind 
beispielsweise Veränderungen in der Expression von βIII-Tubulin mit schlechter Prognose, 
Resistenz gegen Tubulin-Bindungs-Agenzien (TBAs) und andere Chemotherapeutika 
verbunden (Kavallaris, 2010). Zu bemerken ist, dass die zelluläre Homöostase sich auf 
dynamische MTs stützt und durch Veränderung der Stabilität und Dynamik von MTs gestört 
werden kann (Parker et al., 2014). Dabei beeinflusst die Tubulin-Isotypen-Zusammensetzung 
nicht die Stabilität der MTs und somit nicht die Empfindlichkeit von TBAs (Bhattacharya, 
2004; Schwarz et al., 1998), sondern speziell die MT Dynamik. Dies wurde in nicht-
kleinzelligem Lungenkrebs (NSCLC) gezeigt, in dem βIII-Tubulin depletiert wurde und somit 
die MT Dynamik in Anwesenheit von TBAs erhöht war (Gan et al., 2010).   
Die Tyrosinierung von α-Tubulin ist für die Differenzierung, den Transport von Organellen 
und den Zellzyklus ein kritischer Faktor (Janke und Chloë Bulinski, 2011). Ein verändertes 
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Krebsarten gefunden und ist mit einer erhöhten Aggressivität verbunden (Soucek et al., 2006). 
Der Verlusst von TTL (tubulin tyrosin ligase) induziert einen mesenchymalen Übergang in 
Brustkrebszelllen, und dies führt zu einem erhöhten Metastasierungspotential und veränderter 
Stressreaktion der Zelle (Whipple et al., 2010).     
Eine erhöhte α-Tubulin-Acetylierung an Lysin 40 wurde auch in Tumorzellen beobachtet 
(Giustiniani et al., 2009). Die erhöhte Expression von HDAC6, die die Acetylieung reguliert, 
ist mit einer besseren Prognose bei Brustkrebs assoziiert (Zhang et al., 2004). Diese 
Modifikation von α-Tubulin hat Einfluss auf den intrazellulären Transport und die MT-
Dynamik (Friedman et al., 2010; Gao et al., 2010). Die Wechselwirkung von Tubulin mit den 
MAPs beeinflusst die Stabilität und die Dynamik. Zudem haben diese einen Effekt auf die 
Wirksamkeit von Chemotherapeutika und das Tumorwachstum (Bhat and Setaluri, 2007). 
Zum Beispiel korreliert die Überexpression von Tau mit einer schlechteren Prognose bei 
Brustkrebs und beeinflusst die Affinität von Taxanen mit βIII-Tubulin negativ (Rouzier et al., 
2005). Auch Veränderungen in der Expression von Stathmin, BRAC1 (Breast cancer type 1 
protein), CLIP-170 (cytoplasmic linker protein CLIP-170) und VHL (Von Hippel-Lindau 
disease tumor suppressor) sind mit einer Chemotherapie-Resistenz assoziiert (Bhat und 
Setaluri, 2007; Sun et al., 2012). Auch Kinesine interagieren unterschiedlich mit den Tubulin-
Isotypen und deren Modifikationen (Sirajuddin et al., 2014). Somit können Veränderungen an 
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1.5 RITA (RBP-J interacting and tubulin associated) 
 
RITA, das RBP-J interagierende und Tubulin-assoziierte Protein, wurde in einem Yeast Two 
Hybrid screen als neuer Interaktionspartner für RBP-J (Recombining binding protein 
suppressor of hairless) identifiziert (Wacker et al., 2011). RBP-J bindet DNA und spielt eine 
wichtige Rolle im Notch-Signalweg (Tamura et al., 1995). RITA stört durch die Erleichterung 
des Kernexportes von RBP-J in das Zytoplasma, die durch Notch vermittelte Transkription 
(Wacker et al., 2011). In Xenopus laevis wirkt RITA der Transkriptionsaktivierung von 
Notch-Zielgenen entgegen. Daraus resultiert der Verlust der primären Neurogenese, die durch 
dominant aktives Notch-1 induziert wird (Wacker et al., 2011). Somit wurde RITA als 
negativer Modulator eines aktivierten Notch-Signalweges durch die Regulation des Exportes 
von RBP-J in das Zytoplasma beschrieben. RITA ist ein 36 kDa großes Protein, das keine 
signifikanten Homologien zu anderen Proteinen besitzt und höchst konserviert in 
verschiedenen Spezies vorliegt (Abbildung 1-5). 
 
Abbildung 1-5: RITA ist ein evolutionär konserviertes Protein. Die Konservierung der Aminosäuren ist durch einen 
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RITA besitzt eine Tubulin-Bindungsdomäne, ein funktionelles Kernlokalisierungssignal 
(nuclear localization signal, NLS), ein Kernexportsignal (nuclear export signal, NES) und 
eine RBP-J-Bindungsdomäne (Abbildung 1-6). 
 
 
Abbildung 1-6: Schematische Darstellung der Domänen innerhalb RITA. NES Kern-Exportsignal, NLS 
Kernlokalisationssignal, RBP -Bindungsdomäne, Tubulin-Bindungsdomäne und potentielle Phosphorylierungsseiten  
(modifiziert nach Wacker et. al., 2011). 
 
Die Regulation der subzellulären Lokalisierung von RBP-J durch RITA könnte durch 
Phosphorylierung/Dephosphorylierung von RITA abhängig sein. Neben der Tubulin-
Interaktionsdomäne und der NLS, wurden zwei hochkonservierte W-X-P Motive (RCR1 und 
RCR2) ausschließlich in RITA identifiziert. RCR1 und RCR2 weisen das Konsensus-Motiv 
S-Y-X-D-E-(S/T)-L-F-G auf, welches für spezifische Protein-Protein-Interaktionen oder als 
Zielstellen für posttranslationale Modifikationen dienen könnte. RITA wird phosphoryliert, 
und eine Datenbanksuche nach mutmaßlichen Kinasen ergab mehrere 
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1.6 Zielsetzung der vorliegenden Dissertation 
 
Neben der Rolle von RITA in der Regulation des Exports des Transkriptionsfaktors RBPJ, 
welcher eine Rolle im Notch-Signalweg spielt (Wacker et al., 2011), ist die Funktion von 
RITA an den Mikrotubuli gänzlich unbekannt. Auch die Regulation während des Zellzyklus 
in Krebszellen wurde bisher nicht untersucht. Durch die Lokalisation an den Mikrotubuli, 
kann RITA als ein potentielles MAP fungieren. Daher ist eine ausführliche Untersuchung der 
physiologischen Funktion von RITA und seiner molekularen Regulation in der Mitose im 
Zusammenhang mit der MT-Dynamik, welche eine zentrale Rolle in der Mitose spielt, in 
Krebszellen wichtig. In der vorliegenden Dissertation werden die folgenden Aspekte näher 
untersucht: 
 
1. Untersuchung der physiologischen Rolle von RITA während der Mitose 
2. Einfluss der Depletion von RITA auf die Zellzyklusprogression 
3. Untersuchung der genauen Lokalisation von RITA an Mikrotubuli 
4. Untersuchung des Einflusses von RITA auf die MT-Dynamik 
5. Untersuchung potentieller Bindungspartner 
 
Die genaue zeitliche und fehlerfreie Regulation des Zellzyklus und der damit einhergehenden 
MT-Dynamik sind essentiell wichtig, um chromosomale Stabilität zu gewährleiten. Die 
vorliegende Dissertation wird grundlegend dazu beitragen, die Funktionen von RITA als 
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2 Material und Methoden 
 




Alle verwendeten Chemikalien wurden, falls nicht anders vermerkt, von den Firmen Merck 
(Darmstadt), Roth (Karlsruhe), Applichem (Darmstadt), Fluka (Buchs; CH) und Sigma-




Alle Verbrauchsmaterialien, falls nicht anders angegeben, wurden von den Firmen BD 
Biosciences (Heidelberg), Corning Incoporated Costar (Corning, USA), Eppendorf 
(Hamburg), Greiner Bio-One (Frickenhausen), Nunc (Langenselbold), Sarstedt (Nümbrecht), 




Blotting-Apparatur X Cell II      (Invitrogen, Karlsruhe) 
Trans-Blot® Turbo™ Transfer System   (Bio-Rad, München) 
Brutschrank BBD 6220      (Heraeus, Hanau) 
Mini-PROTEAN® Tetra Cell Systems   (Bio-Rad, München) 
XCell SureLock® Mini-Cell     (Invitrogen, Karlsruhe) 
Entwicklermaschine Optimax Typ TR   (MS Laborgeräte, Wiesloch) 
FACScan, FACSCalibur      (BD Biosciences, Heidelberg) 
Geltrockner Model 583 Gel Dryer     (Bio-Rad, München) 
Gene Pulser® II       (Bio-Rad, München) 
Inkubations-Schüttelschrank      (Braun, Melsungen) 
Luminometer Victor 1420 Multilabel Counter   (Wallac, Finnland) 
Mikroskop IDO3       (Zeiss, Jena) 
Fluoreszenzmikroskop Axio Imager 7.1   (Zeiss, Göttingen) 
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Konfokal Mikroskop CTR 6500 (CLSM)    (Leica, Heidelberg) 
pH-Meter Fisherbrand Hydrus 400     (Fisher Scientific, Schwerte) 
Pipetten       (Eppendorf, Hamburg) 
Pipettierhilfe Express Falcon  (Becton Dickinson, Franklin 
Lakes, USA) 
Rotator        (Fisher-Scientific, Nidderau) 
Spektrophotometer Ultrospec 3100 pro  (GE Healthcare, Buckinghamshire, 
UK) 
StepOne Real-Time PCR System     (Applied Biosystems, Darmstadt) 
Sterilbank HB2448       (Heraeus, Hanau) 
SAFE 2020       (Thermo Fisher) 
Sterilbank Lamin Air® HA 2448 GS    (Heraeus, Hanau) 
Thermo-Cycler 2720       (Applied Biosystems, Darmstadt) 
Time-lapse CellObserver System    (Zeiss, Hallbergmoos) 
Zellzählkammer Neubauer      (Renner, Darmstadt) 
Zentrifuge 5415R      (Eppendorf, Hamburg) 
Zentrifuge Biofuge fresco      (Heraeus, Hanau) 
Zentrifuge Minifuge GL      (Heraeus, Hanau) 




AxioVision 4.8       (Zeiss, Heidelberg) 
CLC free Workbench      (CLC bio, Dänemark) 
LAS AF software       (Leica, Heidelberg) 
CellQuest        (BD Biosciences, Heidelberg) 
Image J  (National Institutes of Health, 
USA) 
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2.1.5 Puffer und Lösungen 
 
Alle Lösungen wurden in deionisiertem Wasser und mit Tris-Base angesetzt. Wenn benötig 
wurden Lösungen und Puffer 20 min lang bei 121 °C und 2,0 bar autoklaviert oder steril 
filtriert. Der pH-Wert wurde sofern nicht anders mit 1 M NaOH oder 1 M HCl eingestellt. 
 
ABD Puffer (Blocking) 
10 mM Tris, pH 7,5   
0,9 %  NaCl  
5 mM    EDTA   
1 mg/ml   BSA  
10 %  FCS (immer frisch dazu geben) 
 
Ampicillin-Stammlösung (100 mg/ml) 
1 g   Ampicillin 
ad 10 ml H2O bidest. 
Anwendung im Verhältnis 1:1.000 für LB-Medium und LB-Agar 
 
Bakterien-Lyse-Puffer 
250 mM  Natriumchlorid 
50 mM  Tris, pH 8,0 
10 %   Glycerol 
1 %   Triton-X-100 
 
Coomassie-Färbelösung 
40 %   Methanol (v/v) 
10 %  Essigsäure (v/v) 
0,125 %  Coomassie Brillantblau R 250 (w/v) 
 
DTT-Stammlösung 





   20 
ECL Lösung A 
200 ml  0,1 M Tris, pH 8,6 
50 mg  Luminol 
 
ECL Lösung B 
11 mg  para-Hydroxycumarinsäure 
10 ml   Dimethylsulfoxid (DMSO) 
 
Immunfluoreszenz Blocking-Puffer  
10 mM  Tris, pH 7,5 
0,9 %   Natriumchlorid 
5 mM   EDTA 
1 mg/ml  BSA 
10 %   FCS  
 
Kanamycin-Stammlösung (50 mg/ml)  
0,5 g   Kanamycin 
ad 10 ml H2O bidest. 
 
Laufpuffer für Tris/Glycin-Gele 
1,4 %   Glycin (w/v) 
0,3 %   Tris (w/v) 
0,2 %   SDS (w/v) 
 
MSKAT-Puffer 
4 mM   Magnesiumchlorid 
2 M   Natriumacetat 
33 mM  Kaliumchlorid 
20 mM  Ammoniumsulfat 
0,4 M   Tris, pH 8,0 
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MTSB-Puffer 
4 mM   Magnesiumchlorid 
2 M   Natriumacetat 
33 mM  Kaliumchlorid 
20 mM  Ammoniumsulfat 
0,4 M   Tris, pH 8,0 
ad 1 l H2O bidest. 
 
Na3VO4-Stammlösung, pH 9,5 
100 mM Na3VO4 in H2O bidest. lösen, pH 9,5 (0,1 M NaOH) 
 
NP-40 Lysepuffer (IP) 
50 mM  Tris, pH 8,0 
150 mM  Natriumchlorid 
1 %   NP-40 
 
PBST 
0,2 % Tween-20 in 1x PBS 
 
Proteaseinhibitor (50x) 
1 Tablette Proteaseinhibitor Complete in 1 ml H2O bidest. Lösen 
 
RIPA-Puffer 
150 mM  Natriumchlorid 
50 mM  Tris, pH 8,0 
0,5 %   Na-Desoxycholat (w/v) 
1 %   NP-40 (v/v) 
0,1 %   SDS (w/v) 
1 mM   Natriumfluorid 
Zusätze (immer frisch dazugeben): 
1 mM   DTT 
100 μM  Na3VO4 
400 μM  PMSF 
1x Proteaseinhibitor Complete 
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Schnellentfärber für Coomassie-Gele 
40 %   Ethanol (v/v) 
20 %   Essigsäure (v/v) 
40 %   H2O bidest. (v/v) 
 
Sammelgel-Puffer 
1 M Tris, pH 6,8 
 
3x SDS-Probenpuffer 
240 mM  Tris, pH 6,8 
0,6 %   Bromphenolblau (w/v) 
30 %   Glycerol (v/v) 
5 %   β-Mercaptoethanol (v/v) 
6 %   SDS (w/v) 
 
TFB I-Puffer, 4 °C 
30 mM  Kaliumacetat pH 5,8 (mit 2 M Essigsäure einstellen) 
50 mM  Manganchlorid 
100 mM  Rubidiumchlorid 
10 mM  Calciumchlorid 
15 %   Glycerol (v/v) 
 
TFB II-Puffer, 4 °C 
10 mM MOPS, pH 6,5 
75 mM  Calciumchlorid  
10 mM  Rubidiumchlorid 
15 %   Glycerol (v/v) 
 
TBST 
10 mM  Tris, pH 7,6 
150 mM  Natriumchlorid 
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Trenngel-Puffer 
1 M Tris, pH 8,8 
 
Western Blot Blocking-Puffer  
5 %   Magermilchpulver (w/v) 
Ad 100 ml PBST 
oder  
5 %  BSA (w/v) 
Ad 100 ml PBST 
 
Western Blot-Transfer-Puffer  
1,4 %   Glycin (w/v) 
0,3 %   Tris (w/v) 
20 %   Methanol (v/v) 
 
50x TAE-Puffer 
242 g    Tris 
57,1 ml  Essigsäure 
100 ml 0,5 M  EDTA, pH 8,0 
ad 1 l H2O bidest. 
 
 
2.1.6 Bakterienstämme und Enzyme 
 
In der vorliegenden Arbeit wurden folgende Baktierenstämme von Invitrogen (Karlsruhe) 
verwendet: 
DH5α: F- ф80lacZΔM15 Δ(lacZYA-argF)U169 recA1 endA1 hsdR17(rk, mk+) phoA supE44 
thi-1 gyrA96 relA1 λ- 
 
BL21: F- ompT hsdSB(rB
-mB
-) gal dcm (DE3) 
In der nachfolgenden Tabelle sind die während der Arbeit verwendeten Enzyme aufgelistet. 
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Tabelle 1: Auflistung der verwendeten Enzyme. 
Name Klassifizierung Quelle 
BamHI Restriktionendonuklease Fermentas (Darmstadt) 
Benzonase Restriktionendonuklease Merck (Darmstadt) 
CIP Phosphatase NEB (Schwalbach) 
DpnI Restriktionendonuklease NEB (Schwalbach) 
EcoRI Restriktionendonuklease Fermentas (Darmstadt) 
FastAP Phosphatase Fermentas (Darmstadt) 
Lysozym Hydrolase Fluka Analytical (Steinheim) 
Pfu-Polymerase DNA-Polymerase Agilent Technologies (Frankfurt) 
T4 Ligase DNA-Ligase NEB (Schwalbach) 




Folgende primären und sekundären Antiköper wurden für Western Blot Analysen und 
Immunfluoreszenstudien eingesetzt. 
Tabelle 2: Auflistung der verwendeten Antikörper. 
Antigen Spezies Bezugsquelle 
Aktin Maus Sigma 
ACA Human ImmunoVision 
Aurora B Kaninchen Cell Signaling 
Aurora A Kaninchen Santa Cruz 
p-Aurora A (T288) Kaninchen Cell Signaling 
Cyclin B1 Maus, Kaninchen Santa Cruz 
Flag M2 Maus Sigma 
GAPDH Kaninchen Abcam 
GFP 
 
Maus Santa Cruz 
Lamin B1 Maus MBL 
Plk1 (F8) Maus Santa Cruz 
pHH3 Kaninchen Millipore 
PARP Kaninchen Cell Signaling 
Pericentrin Maus, Kaninchen Abcam 










Alpha-Tubulin acetyl. Maus Sigma 
  








MCAK Maus Santa Cruz 
Mec17 Kaninchen Abcam 
HDAC6 Kaninchen Cell Signaling 
TPX2 Kaninchen LSBio 
Maus IgG HRP Maus GE Healthcare 
Kaninchen IgG HRP Kaninchen GE Healthcare 
Normal Maus IgG Maus Santa Cruz 
Normal Kaninchen IgG Kaninchen Santa Cruz 
Cy3 Maus, Kaninchen, Ratte, Human ImmunoJackson 
Immunoresearch Cy5 Maus, Kaninchen, Ratte, Human ImmunoJackson 





In der vorliegenden Dissertation wurden folgende Zellinien verwendet. Die Zelllinien wurden 
von DSMZ (Braunschweig) bezogen.  
Tabelle 3: Auflistung der verwendeten Zelllinien. 
Zelllinie Medium 
HeLa MEM-Medium (Sigma) + 10%FCS (PAA, Cölbe, 
Deutschland) +1% Penstrep (Sigma) 
MCF-7 RPMI 1640 (Sigma) + 10%FCS (PAA, Cölbe, Deutschland) 
+1% Penstrep (Sigma) 
HCT116 McCoys (X) +10%FCS (PAA, Cölbe, Deutschland) +1% 
Penstrep (Sigma) 




DMEM+10%FCS (PAA, Cölbe, Deutschland) 






Die siRNA gegen RITA und MCAK wurden von Sigma-Aldrich hergestellt und bezogen. Die 
Kontroll siRNA wurde von Qiagen (Hilden) bezogen. 
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Tabelle 4: Auflistung der verwendeten siRNAs. 
Name Sequenz Quelle 
siRITA 1 GGA AGA AGA ACA AAU ACA G  Sigma 
siRITA 2 AGG GAA CCC CAG GUA UUA AUU Sigma 
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2.2 Molekularbiologische Arbeiten 
 
2.2.1 Herstellung kompetenter Zellen 
 
Bei der Behandlung von Bakterienzellen mit Rubidiumchlorid nehmen die abstoßende Kräfte 
zwischen der negativ geladenen Zellmembran und der negativ geladenen DNA ab und die 
Bakterienzelle kann Fremd-DNA besser aufnehmen (Hanahan, 1983). Hierzu wurden 
kompetente E. coli Bakterien für eine Vorkultur in 5 mL SOB Medium überimpft und bei 37 
°C schüttelnd inkubiert. Die Vorkultur wurde in 200 mL MgCl2 SOB Medium überführt und 
bei 37 °C inkubiert bis eine OD600 von 0,4-0,6 erreicht war. Nach Abkühlen für 10 min auf 
Eis wurden die Zellen 5 min bei 5000 g und 4 °C zentrifugiert und der Überstand verworfen. 
Das Zellpellet wurde in 30 mL kaltem TFB I Puffer resuspendiert und für 30 min auf Eis 
inkubiert. Anschließend erfolgte ein zweiter Zentrifugationsschritt bei 5000 g und 4 °C. Der 
Überstand wurde verworfen und das Pellet in 4 ml kaltem TFB II Puffer resuspendiert und in 
vorgekühlte 1,5 ml Reaktionsgefäße zu je 200 μL aliquotiert. Die Lagerung der kompetenten 
Zellen erfolgt nach  dem Schockgefrieren im flüssigen Stickstoff bei -80 °C. 
 
2.2.2 Transformation von Plasmid-DNA 
 
Transformation ist die nicht-virale Übertragung freier Plasmid-DNA in kompetente 
Bakterienzellen. Dabei dient ein Antibiotikaresistenzgen auf der Plasmid-DNA als 
Selektionsmarker (Hanahan, 1983).                                     
Hierzu wurden zu 200 μL kompetenten Bakterien die zu transformierenden DNA (5 μL eines 
20 μL Ligationsansatzes oder 1 ng Plasmid DNA ) gegeben, gemischt und für 30 min auf Eis 
inkubiert. Anschließend  erfolgte ein Hitzeschock für 5 min bei 37 °C. Der 
Transformationsansatz wurde kurz auf Eis abgekühlt und anschließend in 800 µL LB-
Medium für 45 min bei 37 °C inkubiert. Nach der Inkubation wurden die Zellen pelletiert und 
in 100 µL LB-Medium resuspendiert, auf selektiv LB-Platten ausplattiert und über Nacht bei 
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2.2.3 DNA-Isolierung 
 
Zur Isolierung von Plasmid-DNA aus einer 6 mL Übernachtkultur wurde das QIAprep Spin 
Miniprep Kit (Qiagen, Hilden) nach Angaben des Herstellers verwendet. Bei Isolierung 
größerer DNA Mengen wurde (50 mL Übernachtkultur) das PureYield™ Plasmid Midiprep 
System (Promega, Mannheim) nach Herstellerangaben verwendet. Die DNA Konzentration 
wurde photometrisch bei 260 nm bestimmt. Der Quotient aus OD260/OD280 gibt Auskunft über 
die Reinheit und sollte bei reiner DNA bei 1,8 liegen. 
 
2.2.4 Klonierung und Punkt-Mutagenese 
 
Die Klonierung der folgenden RITA-Konstrukte wurde bereits beschrieben (Wacker et al., 
2011). In der nachstehenden Tabelle sind alle verwendeten Plasmid-Konstrukte aufgelistet. 
 
Tabelle 5: Verwendete DNA-Konstrukte.  
Konstrukt Resistenz Quelle 
pcDNA3-Flag1_hsRITA_(1-269) (wt) Ampicilin (Wacker et al., 2011) 
pcDNA3-GFP-hsRITA_1-269 (wt) Ampicilin (Wacker et al., 2011) 
pGEX6P1 RITA_1-269 (wt) Ampicilin (Wacker et al., 2011) 
pcDNA3-Flag1_hsRITA_1-258(Δtub) Ampicilin (Wacker et al., 2011) 
pcDNA3-GFP-hsRITA_1-258 (Δtub) Ampicilin (Wacker et al., 2011) 
pGEX6P1 RITA_1-258 (Δtub) Ampicilin (Wacker et al., 2011) 
 
Zur Erstellung von RITA-Punktmutanten in vitro wurden spezifischen Primern bei der Firma 
Sigma Aldrich konstruiert, welche die gewünschte Mutation trugen. Dazu wurden in einer 
PCR mit den Wildtyp-Konstrukten die Punktmutation mittels der spezifischen Primern 
eingeführt. Die PCR-Ansätze wurden anschließend für 1 h bei 37 °C mit 20 U Dpn I (NEB, 
Schwalbach) behandelt. Die Endonuklease Dpn I schneidet spezifisch maternale methylierte 
oder hemimethylierte DNA. Daraufhin wurde die DNA in kompetente Bakterien eingebracht 
und auf selektive Agar-Platten ausgestrichen. Drei bis vier der gewachsenen Klone wurden 
zur DNA Isolierung angeimpft. Zur Überprüfung der gewonnenen DNA wurde diese von der 
Firma SRD (Bad Homburg) sequenziert. 
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2.2.5 Expression von Proteine in Bakterien 
 
Für in vitro Kinase Assay, Pulldown Assay und in vitro Depolymerisations Assay wurden 
bakteriell exprimierte Proteine verwendet. Hierzu wurden 5 ml einer Übernacht-
bakterienkultur wurden in 95 ml selektiv LB-Medium überführt und bis zu einer optischen 
Dichte von ca. 0,6 bei 37 °C und 200 rpm kultiviert. Nach Erreichen einer OD600 von 0,6 
wurde die Proteinexpression mit 0,5 mM IPTG (Isopropyl-ß-D-thiogalactopyranosid, 
AppliChem, Darmstadt) induziert und die Kultur weitere 2 h im Schüttelschrank inkubiert. 
Die Bakteriensuspension wurde zentrifugiert (Zentrifuge Sorvall RC-5B, Rotor GSA: 5.000 
rpm, 10 min, 4 °C). Das Pellet wurde in 2 ml Cell-Lytic-Puffer (Sigma Aldrich), (Benzoenase, 
Lysozym, 1 mM DTT, 100 μM Na3VO4, 400 μM PMSF, 1x Proteaseinhibitor Complete) 
resuspendiert. Anschließend wurde das Zellpellet für 15min bei Raumtemperatur rotiert. Nach 
Zentrifugation bei 13.000 rpm bei 4 °C, wurde der Überstand in ein 1,5 ml Reaktionsgefäß 
überführt und mit 30 μl zuvor gewaschenen Glutathion SepharoseTM 4B beads (GE 
Healthcare, Uppsala, Schweden) versetzt. Über Nacht bei 4 °C erfolgte die 
Kopplungsreaktion auf einem Rotator. Anschließend wurden die Reaktionsgefäße 
zentrifugiert (Minifuge GL: 2.000 rpm, 3 min, 4 °C). Es folgten drei Waschschritte der beads 
mit PBS. Zur Gewinnung der GST-Fusionsproteine wurden die beads mit 60 µl 
Elutionspuffer versetzt und 2 h bei 4 °C auf dem Rotator eluiert. Nach Zentrifugation wurden 
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2.3  Zellbiologische Arbeitsmethoden 
 
2.3.1 Allgemeine Zellkulturarbeiten 
 
Die Zellen wurden in dem entsprechenden Medium (Tabelle 3) bei 37 °C und 5 % CO2 
kultiviert. Für die Kultivierung von stabilen Zelllinien wurde das Medium zur 
Aufrechterhaltung des Selektionsdrucks zusätzlich mit dem Antibiotikum G418 
(Geneticinsulfat; 1.500 μg/ml) oder Puromycin (5 μg/ml) versetzt. Die adhärenten 
Säugerzellen wurden für das Passagieren mit 0,05%iger Trypsin-/EDTA-haltiger Lösung bei 
37 °C und 5 % CO2 behandelt. Für das Einfrieren von Zellen wurde Medium bestehend aus 40 
% des betreffenden Kulturmediums, 50 % FCS und 10 % DMSO in Kryo-Röhrchen 
verwendet. Anschließend wurden die Zellen bei einer Temperatur von -80 °C über Nacht in 
einer Kryobox eingefroren und dann in flüssigem Stickstoff gelagert. 
 
2.3.2 Synchronisation der Zellen und Inhibitor Behandlungen 
 
Zur genaueren Untersuchung der Zellzyklusphasen wurden die Zellen synchronisiert. Um 
Zellen in die G1/S-Phase zu synchronisieren, wurde ein doppelter Thymidin- Block 
durchgeführt. Dabei wurden die Zellen in einem ersten Inkubationsschritt mit 0,5 mg/ml (2 
mM) Thymidin (Sigma-Aldrich, Steinheim) für 16 h bis 20 h behandelt. Anschließend wurde 
der Zellzyklus-Block für 8-10 h durch Waschen mit PBS und Zugabe von frischem Medium 
gestoppt und anschließend ein zweiter Inkubationsschritt mit Thymidin für 16 h wiederholt. 
Zur Synchronisation der Zellen in die Prometaphase wurden diese mit 20 bis 50 ng/ml 
Nocodazol (Sigma-Aldrich, Steinheim) für 12 bis 16 h inkubiert. Nocodazol verhindert die 
Polymerisation der Mikrotubuli und führt zu einem Prometaphase Arrest (Vasquez et al., 
1997). Zur Durchführung einer Kinetik nach Nocodazol-Freilassung (release oder shake-off 
Experiment) wurden die Zellen für 14 h mit 20 ng/ml Nocodazol inkubiert. Synchronisierten 
Zellen wurden durch Schütteln von dem Boden der Zellkulturschale gelöst, in ein 50 ml 
Reaktionsgefäße überführt, zentrifugiert und zweimal mit PBS gewaschen (Zentrifuge 
Rotanta/RPC: 1.300 rpm, 5 min, RT). Anschließend wurden die Zellen in frischem Medium 
aufgenommen und wieder eingesät. Die Synchronisation der Zellen in die G2-Phase erfolgte 
durch Zugabe von 9 μM des Cdk1-Inhibitors RO-3306 (Merck, Darmstadt) für 20 h (Vassilev 
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et al., 2006). Für Experiment mit dem spezifischen Aurora A Inhibitor MLN8054 




Zur Messung der Proteinstabilität wurde der Proteinsyntheseinhibitors Cycloheximid (CHX) 
(Sigma-Aldrich, Steinheim) verwendet. CHX blockiert die Elongationsphase der 
eukaryotischen Translation, bindet an das Ribosom und hemmt somit die eEF2-vermittelte 
Translokation (Schneider-Poetsch et al., 2010). Dazu wurden Zellen nach einem release bzw. 
shake-off nach Nocodazol Behandlung in Medium mit 10 μg/ml CHX gegeben oder Zellen für 
eine bestimmte Zeit mit 10 μg/ml CHX behandelt und nach bestimmten Zeitpunkten geerntet. 
 
2.3.4 Transfektion von Plasmid-DNA 
 
Als Transfektion bezeichnet man das Einbringen von DNA oder RNA in eukaryontische 
Zellen. Für die transiente Transfektion von Plasmid-DNA wurde jeweils nach 
Herstellerangaben mit FuGENE®-6 HD im Verhältnis 1:3 oder im Verhältnis 1:2 verwendet. 
Dafür wurden die Zellen jeweils am Vortag ausgesät und hatten am Tag der Transfektion eine 
Konfluenz von 70 bis 80 %. Die Transfektion wurde nach 5 h durch Zugabe von Medium 
abgestoppt und die Zellen für weiter 24 h bis 48 h kultiviert.  
 
2.3.5 Transfektion von siRNA 
 
Zur Transfektion von siRNA mitttels OligofectamineTM wurden die Zellen am Vortag so 
ausgesät, dass sie am Tag der Transfektion eine Konfluenz von 50-60 % besaßen. Es wurden 
die Ansätze A und B pipettiert (Tabelle 6) und 10 min bei Raumtemperatur inkubiert. 
Anschließend wurde Ansatz B zu Ansatz A gegeben und für  20 min inkubiert (RT). Die 
Zellen wurden mit der entsprechenden Menge OPTI-MEM I (Vorlage) überschichtet und der 
Transfektionsmix tropfenweise dazugegeben. Es erfolgte eine Inkubation bei 37 °C sowie 5 % 
CO2 für 5h. Nach 5 wurde der Transfektionsmix vollständig abgenommen und durch 
Kulturmedium mit 10 % FCS ersetzt. 
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Tabelle 6: Ansätze zur Transfektion von siRNA in verschiedene Zellkulturschal-Größen. 
Ansatz A 6-well 6 cm Schale 10 cm Schale 
OPTI-MEM I 400 650 2000 
siRNA (20 µM) 0,4 0,65 2 
Ansatz B 6-well 6 cm Schale 10 cm Schale 
OPTI-MEM I 100 162,5 500 
Oligofectamin 3 4,875 15 
Vorlage 6-well 6 cm Schale 10 cm Schale 
OPTI-MEM I 296,6 482 1483 
 
 
2.3.6 Time-lapse Mikroskopie 
 
Zur Echtzeit-Analyse von Zellen wurde die Methode der Time-lapse Videomikroskopie in 
Kooperation mit Dr. rer. nat. Michael Rieger (Georg-Speyer- Haus, Frankfurt) durchgeführt. 
Hierzu wurden stabil mit H2B-Tomato transfizierte HeLa Zellen verwendet, bei denen sich 
der DNA-Gehalt und der Kondensationszustand der DNA genau verfolgen ließen. Für 
siRNA-Experimente wurden die HeLa Tomato-Zellen transient in 10 cm Zellkulturschalen 
mit der jeweiligen siRNA transfiziert. Anschließend wurden die Zellen in ein 24-well Format 
ausgesät und 16 h bei 37 °C sowie 5 % CO2 zur CO2-Sättigung kultiviert und anschließend 
gasdicht, mit Klebeband (Beiersdorf, Hamburg) versiegelt. 
Die Time-lapse Videomikroskopie wurde mittels eines CellObserver System (Zeiss, 
Hallbergmoos) bei 37 °C durchgeführt. Die Phasenkonstrastbilder wurden alle 4 min unter 
Verwendung eines zehnfach Phasenkontrastobjektives (Zeiss), einer AxioCamHRm Kamera 
mit einer Auflösung von 1.388x1.040 Pixel und der Zeiss AxioVision 4.8. Software 
aufgenommen. Die Detektion der Fluoreszenz erfolgte mit HXP-Lampen. Die Expression von 
Tomato (Zeiss Filter Set 43HE, 50 ms) wurde ebenfalls alle 4 min detektiert. Es wurden je 
well drei bis sechs Regionen ausgewählt und bis zu 72 h alle 4 min aufgenommen. Die Filme 
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2.3.7 MT-assay 
 
Polymerisiertes α-Tubulin wurde wie in Sanhaji et al. (2014) beschrieben gemessen. Dazu 
wurden HeLa und U2OS-Zellen mit siRNA gegen RITA behandelt. 24 Stunden später wurden 
die Zellen mit Nocodazol für 14 h synchronisiert und anschließend die mitotischen Zellen 
mittels shake-off gesammelt. Die mitotischen Zellen wurden für 1 h in frischem Medium 
inkubiert. Anschließend erfolgte eine Extraktion, Fixierung und Färbung mit α-Tubulin und 
Analyse mittels Fluoreszenz-Durchflusszytometrie (Becton Dickinson, Heidelberg). Dazu 
wurde das zellulär lösliche α-Tubulin in einem mit Saponin versetzten MT stabilisierenden 
Puffer (0,1% Saponin, 2 mM EGTA, 5 mM MgCl2, 0,1 M PIPES, pH 7,4 und 25 nM Taxol) 
extrahiert. Die resuspendierten Zellen wurden dann mit einem gleichen Volumenanteil von 
4% Paraformaldehyd-Lösung bei 37 ° C für 15 min fixiert. Die Zellen wurden dann 
gewaschen und mit α-Tubulin für 1 h gefärbt. Als Zweitantikörper wurde ein FITC-
konjugierter anti-Maus-Antikörper (Dako, Hamburg) verwendet. Es wurden zwischen 30.000 
und 50.000 Zellen gemessen. Die Fluoreszenzintensität wurde mit der Cell Quest-Software 
(Becton Dickinson) quantifiziert. Der Polymergehalt in den Kontroll-siRNA transfizierten 
Zellen wurde als 100% gesetzt.  
 
2.3.8 Tubulin regrowth assay 
 
Tubulin regrowth assay wurde durchgeführt wie beschrieben in (Lüders et al., 2006). Dazu 
wurden HeLa- Zellen mit Kontroll-siRNA oder siRNA gegen RITA behandelt. 24 h danach 
wurden die Zellen in slide flask umgestetzt. 48 h nach Transfektion wurden die Zellen 1 h auf 
Eis inkubiert, damit alle MTs depolymerisieren. Für das Polymerisieren der MTs wurden die 
Zellen mit warmem Medium bei 37 ° C für 0, 2 und 4 min inkubiert, gefolgt von Methanol 
Fixierung. Anschließend erfolgte die Färbung von α-Tubulin, Pericentrin und DNA. Die 
Intensität von α-Tubulin wurde mit einem 4,1 µm im Durchmesser großen Kreis, rund um die 
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2.4 Proteinchemische Arbeitsmethoden 
 
2.4.1 Herstellung von Proteinlysaten  
 
Zur Gewinnung von Proteinlysaten wurde der Überstand der Zellen in ein 15 ml 
Reaktionsgefäß überführt und anschließend die adhärenten Zellen mit einem Zellschaber von 
dem Boden der Zellkulturschale gelöst. Die Zellen wurden in 2 ml kaltem PBS aufgenommen 
und ebenfalls in das Reaktionsgefäß überführt. Nach Zentrifugation der Zellen (Zentrifuge 
Minifuge GL: 1.400 rpm, 10 min, 4 °C) wurde das Zellpellet in 1 ml PBS resuspendiert und in 
ein 1,5 ml Reaktionsgefäße überführt und bei 3.000 rpm für 5 min bei 4 °C pelletiert 
(Zentrifuge 5415R). Der Überstand wurde verworfen, und das Zellpellet im ca. gleichen 
Volumen RIPA-Puffer resuspendiert. Es erfolgte eine Inkubation von 30 min auf Eis und 
anschließend wurden die Lysate zentrifugiert (Zentrifuge 5415R: 13.000 rpm, 15 min, 4 °C) 
und der Überstand in ein neues 1,5 ml Reaktionsgefäß überführt. Die Proteinkonzentration 
wurde mittels eines Photometers bei einer Wellenlänge von 595 nm bestimmt. Dazu wurden 
pro Messung 800 μl H2O bidest. mit 200 μl Roti-Quant-Lösung (Roth, Karlsruhe) und 1 μl 
des Proteinlysats in einer Küvette gemischt. Als Leerwert dienten mit 800 μl H2O bidest. und 
200 μl Roti-Quant-Lösung mit 1 µl Lysepuffer. Aufgrund einer empirisch ermittelten 
Kalibrierungsgeraden entsprach ein Absorptionswert von OD595 = 1,0 einer 
Proteinkonzentration von 21,4 μg/μl. Die Proteinlysate wurden entweder in weiteren 
Versuchen eingesetzt oder bei -20 °C gelagert. Zur Auftrennung der Zellen in Zytoplasma- 
und Kernfraktion wurden die Zellen gemäß Nuclear Complex Co-IP Kit (Active Motif, 
Rixensart, Belgien) geerntet und nach Herstellerangaben mit den speziellen Puffern lysiert. 
 
2.4.2 SDS Gelelektrophorese und Western-Blot  
 
Unter denaturierenden Bedingungen der SDS-Gelelektrophorese lassen sich Proteine nach 
ihrer Größe auftrennen. Detergenzien wie Natriumdodecylsulfat zerstören zum Teil die 
Sekundär- und Tertiärstruktur von Proteinen, indem sie nichtkovalente Bindungen 
unterbrechen. Dabei lagern sich ca. 1,4 Gramm SDS pro Gramm Protein an. Das Protein wird 
somit durch die anionischen Sulfatgruppen negativ geladen. Für die Elektrophorese wurde 
eine bestimmte Menge Proteinlysat (5 bis 50 μg) mit 3x Probenpuffer versetzt und für 5 min 
bei 95 °C denaturiert. Die denaturierten Proben wurden über ein SDS-Gel (10 oder 12 %) bei 
120 bis 180 V aufgetrennt. Als Größenstandard wurde der Protein-Marker PageRuler™ 
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Prestained Protein Ladder (ThermoFisher, Schwerte) verwendet. Für den Transfer von 
Proteinen aus SDS-Gelen auf Polyvinylidenfluorid-Membranen bedient man sich der 
Methode des Western Blots, wobei die Proteine anschließend durch spezifische Antikörper 
sichtbar gemacht werden können. Verwendet wurde hierzu die Immobilon-P Transfer-
Membran (Roth, Karlsruhe) mit einer Porengröße von 0,45 μm. Die Membran wurde gemäß 
Herstellerangaben vorbereitet. Die Proteine wurden bei konstanter Spannung von 25 V für 
30  min in einem Trans-Blot® Turbo™ Transfer System (Biorad, München) von dem Gel auf 
die Membran übertragen. Anschließend wurde die Membran mindestens 30 min in Blocking-
Puffer inkubiert. Nach dem Blocking wurde die Membran mit dem primären Antikörper, der 
in der gewünschten Konzentration in Blocking-Puffer verdünnt wurde, inkubiert. Die 
Inkubation erfolgte für mindestens 1 h bei RT auf dem Schüttler oder über Nacht bei 4 °C. 
Nach der Antikörper-Inkubation erfolgte das Waschen der Membran in PBST (3x 10 min). 
Danach wurde diese mit einem entsprechenden HRP-gekoppelten Sekundär-Antikörper für  
30 min bei RT inkubiert. Nach erneutem dreimaligem Waschen für 10 min mit PBST wurde 
die Membran mit Chemilumineszenz-Lösung (Pirece oder Millpore) für 2 min inkubiert. Die 
Signale wurden mit einem Röntgenfilm Amersham HyperfilmTM ECL (GE Healthcare, 




Zur Untersuchung möglicher Protein-Protein-Interaktionen, wurden Co- 
Immunpräzipitationen mit Nocodazol synchronisierten Zellen durchgeführt. Dazu wurden 
entweder Protein G SepharoseTM 4 Fast Flow beads (GE Healthcare, Uppsala, Schweden) 
nach Herstellerangaben mit 2 µg des jeweiligen Antikörpers gekoppelt oder fertige Flag-M2 
beads (Sigma Aldrich, Steinheim) verwendet. Es wurden 800- 1000 µg Proteinlysate (NP40-
Lysepuffer) mit den beads bei 4 °C über Nacht inkubiert. Danach wurden die beads 
gewaschen, mit 3x SDS-Probenpuffer vermischt, bei 95 °C 5 min aufgekocht und 
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2.4.4 Pull-down Assay 
 
Anhand dieser Methode lassen sich Proteininteraktionen und potentielle Bindungspartner in 
vitro untersuchen. Dazu wurden 600-1000 μg Proteinlysat Binding-Puffer und gleichen 
Mengen an den zu untersuchenden rekombinanten bakteriellen GST-Proteinen versetzt und 
für 1 h auf dem Rotator bei 4 °C inkubiert. Danach wurden jedem Ansatz GST-beads 
zugefügt und über Nacht bei 4 °C rotiert. Anschließend wurden die beads mehrmals 
gewaschen (2x Binding-Puffer, 2x PBS) und mit Probenpuffer versetzt. Die Analyse erfolgte 
durch auftragen auf ein SDS-Gel. 
 
2.4.5 Immunfluoreszenzfärbung von Zellen 
 
Mit Hilfe dieser Methode können verschiedene Proteine in einer Zelle mit 
Fluoreszenzfarbstoff-markierten Antikörpern sichtbar gemacht werden. Hierfür wurden zuvor 
transfizierte Zellen in slide flasks (Nunc, Langenselbold) kultiviert. Die Fixierung der Zellen 
erfolgte entweder für 5 min mit kaltem Methanol (-20 °C), in 4 %igem PFA in PBS für 
15 min mit anschließender Behandlung mit 0,2 %igem Triton-X-100 in PBS für 5 min bei 
4 °C oder nach dem Protokoll von Magiera und Janke (2013). Nach einem 30 minütigen 
Blocken in ABD Puffer wurde die primären Antikörper in dem gleichen Puffer verdünnt und 
für 1 h bei Raumtemperatur inkubiert. Es folgten drei Waschschritte (je 10 min) mit PBST 
und anschließend die Inkubation für 30 min mit den sekundären Antikörpern. Danach wurde 
erneut dreimal 10 min mit PBST gewaschen und anschließend die DNA für 5 min mit DAPI 
(4′,6-Diamidin-2-phenylindol, Roche, Mannheim) gefärbt und mit Wasser gewaschen. Die 
Objektträger wurden mit Vectashield (Vector, CA, USA) eingedeckt und um sie vor dem 
Austrocknen zu bewahren mit Nagellack oder Klebstoff fixiert. Die slides wurden mittels 
eines AxioImager.Z1 Mikroskops oder einem konfokalen Laserscanning Mikrokop (Leica 
CTR 6500, Heidelberg) untersucht und die Bilder gemacht. Die Auswertung der Bilder 
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2.4.6 Durchflusszytometrie: Zellzyklus 
 
Mit Hilfe der Durchflusszytometrie ist es möglich Oberflächenmoleküle oder intrazelluläre 
Proteine zu messen. So kann die Zellzyklusverteilung oder der Gehalt bestimmter Proteine 
bestimmt in Zellen ermittelt werden kann. Zur Bestimmung des Zellzyklus wurden die Zellen 
trypsiniert und inklusive des Überstands bei 4 °C zentrifugiert und anschließend einmal mit 
kaltem PBS gewaschen. Das Zellpellet wurde in 200 μl PBS resuspendiert und mit 1 ml 
70 %igem kaltem Ethanol für mindestens 30 min oder über Nacht bei 4 °C fixiert. Nach 
erneuter Zentrifugation wurde das Pellet in 100 μl PBS aufgenommen und in spezielle FACS-
Röhrchen (BD Biosciences, Heidelberg) überführt. Die Zellen wurden dann 30 min lang im 
Dunkeln bei 37 °C mit 100 μl Propidiumiodid (1 mg/ml, Sigma- Aldrich, Steinheim) und 
100 μl RNAse A (100 μg/ml, Qiagen, Hilden) inkubiert. Für die Bestimmung der 
Zellzyklusphasen (G0/G1, S oder G2/M) wurden von mindestens 10.000-20.000 Zellen 
gemessen und der prozentuale Anteil mit dem Programm CellQuest ausgewertet. Zur 
Messung des phosphos-Histon 3 Gehaltes wurden die Zellen trypsiniert und anschließend in 
PBS gewaschen. Das Zellpellet wurde in PBS mit 0,1 % Triton X für 5 min bei 37 °C 
inkubiert und anschließend mit 1 Volumenanteil 4 %igem PFA versetzt und erneut für 15 min 
bei 37 °C fixiert. Die Zellen wurden gewaschen und für 30 min in ABD mit 10 % FCS 
geblockt. Dann wurde das Pellet in 100 µl ABD+10% FCS mit 1:200 Maus-pHH3-Antikörper 
bei 37°C für 1 h inkbubiert. Nach einem Waschschritt mit PBS wurden die Zellen mit 
Zweitantkörper (Maus-IgG FITC, DAKO) 1:20 für 30 min bei 37°C gefärbt. Anschließend 
wurden die Zellen gewaschen und in 500 µl PBS resuspendiert und die FACS-Messung 
durchgeführt. 
 
2.4.7 In vitro MT Depolymerisations assay 
 
Der  in vitro Mikrotubuli Depolymerisations assay wurde mit einigen Modifikation wie  
beschrieben (Ritter et al., 2015) durchgeführt. Dazu wurde mit x-Rhodamine markierte 
Rindergehirn Tubulin Heterodimere (Cytoskeleton Inc, Biomol) in G-PEM Puffer (80 mM 
PIPES pH 6.9, 2 mM MgCl2, 0.5 mM EGTA, 1 mM dGTP und 10 % Glycerol) bei 37°C für 
20 min  polymerisiert und anschließend stabilisiert mit 50 μM Taxol für 5 min bei 37°C. Der 
Versuch wurde in 50 μl Reaktionspuffer mit 0.5 μl polymerisierten MTs, G-PEM Puffer mit 
30% Glycerol, 1 mM ATP, 20 μM Taxol und 25 nM GST-RITA oder den Mutanten bei 37°C 
durchgeführt. Dabei diente GST-MCAK, eine MT Depolymerase, als Positivkontrolle (Ritter 
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et al., 2015). Die Reaktion wurde durch Zugabe von 200 μM Taxol gestoppt und von der 
Reaktion 5 μl auf in Glasobjektträger pipettiert und unter dem Fluoreszenzmikroskop 
analysiert mit der Software AxioVision SE64 Re. 4.9. Zur Visualisierung von GST-RITA, 
wurde nach Beendigung der Reaktion, die MTs auf einen Glasobjektträger gefugt und 
zusätzlich mit RITA Antikörper (Sigma Aldrich, Steinheim) und FITC anti-Maus gefärbt und 




Die MT-Fraktionierung wurde wie zuvor beschrieben durchgeführt (Nguyen et al., 1999). 
Dazu wurden Zellen mit PBS gewaschen und anschließend in 1 ml PBS aufgenommen, das 
Zellpellet geteilt. Nach Zentrifugation (1000 rpm, 3 min), wurden eine Hälfte der Zellen in 
1 ml MT-Stabilisierungspuffer (MSB; 85 mM Pipes, pH 6.93, 1 mM EGTA, 1 mM MgCl2, 
2 M Glycerol) resuspendiert, die andere Hälfte in 1 ml MSB Puffer mit 0.1 % Triton X-100. 
Nach einer Inkubation von 5 min bei 37°C und Zentrifugation bei RT (2500 rpm, 3 min), 
wurden die Zellen mit Lysepuffer versetzt und für 30 min auf Eis inkubiert. Anschließend 
wurde der Proteingehalt mittels Bradford assay bestimmt. Für die Fraktionierung von 
löslichen und polymerisierten Tubulin (Sharma et al., 2011), wurde der Extraktionspuffer A 
für das lösliche Tubulin (137 mM NaCl, 20 mM Tris-HCl, 1% Triton X-100, 10% Glycerol) 
zu den Zellen gegeben und bei 4°C für 3 min rotiert. Anschließend wurde der Überstand als 
lösliche Fraktion in ein neues Eppendorfgefäß überführt. Direkt danach wurde das 
verbleibende Zellpellet mit dem Extraktionspuffer B für das polymerisierte Tubulin (A + 1% 
SDS) versetzt und sonifiziert. Anschließend erfolgte eine Inkubation von 30 min auf Eis. 
Beide Fraktionen wurden mittels Bradford assay gemessen. 
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3 Ergebnisse 
 
3.1 Die Rolle von RITA in der Mitose  
 
3.1.1 RITA ist assoziiert mit mitotischen Strukturen und Tubulin 
 
Um die Lokalisation von RITA während der Mitose zu untersuchen, wurden HeLa Zellen mit 
GFP-RITA transfiziert. Mittels Immunfluoreszenz Analyse wurde die genaue Lokalisation 
von RITA in den einzelnen mitotischen Subphasen betrachtet (Abbildung 3-1).  
 
Abbildung 3-1: RITA lokalisiert an die mitotischen Spindel. (A) HeLa Zellen wurden mit 0.5 µg  GFP-RITA transfiziert und 
gefärbt wurden α-Tubulin, Pericentrin und die DNA für Konfokale Mikroskopie. Beispiele zeigen GFP-RITA Lokalisation 
während der Mitose. Grüne Pfeile weisen auf interpolare MTs hin. Maßstabsbalken: 5 µm. 
 
In der Prometaphase lokalisiert RITA komplett an die MTs sowie in der Metaphase 
(Abbildung 3-1, Reihe 1 und 2, GFP-RITA). In der Metaphase ist auch eine schwache 
Lokalisation an den Astral-MTs zuerkennen. In der Anaphase ist RITA an den Spindelpol-
MTs und den interpolar MTs sichtbar (Abbildung 3-1, Reihe 3 und 4, grüne Pfeile). Auch an 
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der Zentralspindel ist RITA demonstrativ (Abbildung 3-1, Reihe 5). RITA lokalisiert somit in 
der Mitose an Astral-MTs, k-fibers, interpolar MTs und die Zentralspindel. Zu bemerken ist, 
dass die Verteilung von RITA an der Zentralspindle Gradienten-ähnlich verteilt ist 
(Abbildung 3-1, Reihe 4, GFP-RITA). Um die exakte Assoziation von RITA mit den MTs zu 
untersuchen, wurde in Kooperation mit dem Biophysik Institut der Universität Ulm und F. 
Oswald (Universitätsklinik Ulm) die Methode der stochastic optical reconstruction 
microscopy (dSTORM) verwendet. Die MTs in HeLa Zellen, besonders die dickeren MTs 
sind mit GFP-RITA überzogen. Die MTs in Zellen mit exogenem RITA zeigten eine 
irreguläre Verteilung (Steinhäuser et al., 2016). Die dSTORM Daten zeigen, dass RITA an 
der Oberfläche von MTs lokalisiert ist und auch deren Struktur beeinflusst, da die 
Überexpression zu dickeren und irregulären MTs führt. Um die dSTORM Daten weiter zu 
untermauern, wurde ein in vitro MT Depolymerisationsexperiment (Pakala et al., 2012; Ritter 
et al., 2015b) durchgeführt.  
 
Abbildung 3-2: Im In vitro Depolymerisation assay werden MTs durch RITA gebündelt. (A) Stabilisierte MTs wurden mit 
25 nM GST Kontroll-Protein, GST-RITA Δtub oder GST-RITA inkubiert und nach 30 Sekunden und 15 Minuten Bilder 
aufgenommen. Beispiele sind gezeigt. Rote Pfeile zeigen die 6-fach vergrößerten Boxen. Maßstabsbalken: 5 µm. (B) 
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Rhodamine markierte MTs wurden mit GST-RITA inkubiert und dann mit einem RITA spezifischen Antikörper gefärbt. 
Beispiele sind gezeigt. Rote Pfeile zeigen die 6-fach vergrößerten Boxen. Maßstabsbalken: 5 µm. 
 
Im Vergleich zu MTs, die nur mit GST-Protein inkubiert wurden (Abbildung 3-2 A, links), 
zeigten MTs welche mit GST-RITA inkubiert wurden, erneut irreguläre MT Strukturen nach 
circa 30 Sekunden (Abbildung 3-2 A, rechts). Die Δtub-Mutante dagegen, bei der die letzten 
12 Aminosäuren des C-Terminus fehlen und diese somit nicht mehr effektiv an Tubulin 
bindet, zeigte diese Strukturen weniger (Abbildung 3-2 A, Mitte).  
Durch eine Immunfluoreszenz-Färbung konnte gezeigt werden, dass RITA an diese 
irregulären MTs in vitro bindet (Abbildung 3-2 B). Diese Ergebnisse zeigen deutlich, dass 
RITA an die Oberfläche der MTs lokalisiert, die Struktur und das Verhalten von diesen MTs 
beeinflusst. 
 
3.1.2 RITA ist während des Zellzykluses exprimiert und bindet an Tubulin 
 
Um die Expression von RITA während des Zellzyklus genauer zu untersuchen, wurden HeLa 
Zellen mit einem Doppel-Thymidin-Block arretiert, anschließend in Medium ohne Thymidin 
entlassen und zu bestimmten Zeitpunkte für Western Blot Analysen geernetet. Während 
Cyclin B1 in der Mitose ansteigt (Abbildung 3-3 A, Reihe 1, 6 h) und mit Beginn der 
Anaphase abnimmt (Abbildung 3-3 A, Reihe 1, 10 h), ist das Expressions-level von RITA 
während des Zellzyklus relativ konstant. In der Mitose steigt das Level leicht an und fällt zur 
G1-Phase wieder etwas ab (Abbildung 3-3 A und B, 6 h, 8 h und 10 h).  
   
Abbildung 3-3: RITA ist im Zellzyklus exprimiert. (A) HeLa Zellen wurden mit einem Doppel-Thymidin Block 
synchronisiert, in frisches Medium entlassen und zu bestimmten Zeitpunkt für Western Blot Analyse geerntet. Antikörper 
gegen Cyclin B1 und RITA wurden gefärbt. Cyclin B1 und β-Aktin dienten als Mitose- und Lade-Kontrolle. (B) 
Quantifizierung des Proteinlevels von RITA und Cyclin B1 aus A, relativiert zu β-Aktin. (C) Western Blot Analyse. HeLa 
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Zellen wurden mit Nocodazol synchronisiert und mitotische Zellen mittels shake-off gesammelt und in Medium mit CHX (25 
µg/ml) für die angegebenen Zeitpunkte gegeben. Cyclin B1, Polo-like kinase 1 (Plk1) und β-Aktin dienten als Mitose- und 
Lade-Kontrolle. 
 
Das Protein Expressionsmuster von RITA wurde zudem in HeLa Zellen, die in verschiedene 
Zellzyklusphasen synchronisiert wurden, mittels Western Blot untersucht (Abbildung 3-3 C). 
RITA wird in der Interphase, im G1/S Übergang und in der Prometaphase in der Zervix 
Karzinom-Zelllinie HeLa, Kolonkarzinom-Zelllinie HCT116, Osteosarkom-Zelllinie U2OS 
und der Brustkrebs-Zelllinie MCF-7 exprimiert, wenngleich das Level in den 
Zellzyklusphasen und den verschiedenen Zelllinien variiert (Abbildung 3-3 C, Reihe 1). Zu 
bemerken ist, dass Doppel- bzw. Dreifach-Banden beobachtet wurden, die auf mögliche 
Postmodifikation schließen lassen. Diese Ergebnisse weisen auf eine individuelle dynamische 
Kontrolle des Proteinlevels von RITA, abhängig vom jeweiligen zellulären Kontext, hin. 
Zusätzlich wurde gezeigt, dass RITA hauptsächlich im Zytoplasma in nicht-synchronisierten 
Zellen, beim G1/S Übergang und in der G2 Phase vorliegt und nur wenig im Kern vorhanden 
ist (Abbildung 3-4 A).  
 
Abbildung 3-4: RITA ist im Zytoplasma lokalisiert und bindet an α-Tubulin. (A) HeLa Zellen wurden entweder mit einem 
Doppel-Thymidin-Block (G1/S), dem Cdk1 Iinhibitor RO-3306 für 16 h (G2) oder Nocodazol für 14 h (Prometaphase) 
behandelt. Kern- und Zytoplasma Fraktionen wurden mittels Western Blot analysiert. Kon: un-behandelt; Z: Zytoplasma 
Fraktion; N: Kern Fraktion. Lamin B1 und GAPDH wurden als Kern- bzw. Zytoplasma Marker verwendet. (B) HeLa Zellen, 
die Flag-RITA überexprimieren, wurden mit Nocodazol synchronisiert und Immunpräzipitationen wurden durchgeführt. 
Western Blot. β-Aktin und leichte Kette des IgG dienten als Ladenkontrolle. 
 
Schließlich konnte noch gezeigt werden, dass Flag-RITA mit α-Tubulin präzipitiert und somit 
die Interaktion von RITA mit Tubulin bestätigt werden (Abbildung 3-4 B).  
  
   43 
3.2 Die Depletion von RITA beeinflusst die Zellzyklus Progression 
 
3.2.1 Zellen ohne RITA zeigen einen veränderten Zellzyklus 
 
Durch die vorherigen Experimente konnte gezeigt werden, dass RITA während des gesamten 
Zellzyklus exprimiert wird. Die nächste Fragestellung war, wie sich Zellen ohne RITA im 
Zellzyklus verhalten. Dazu wurden HeLa Zellen mit Kontroll-siRNA oder siRNA gegen die 
kodierende Region von RITA transfiziert. Die Zellen wurden anschließend mit einem Doppel-
Thymidin-Block arretiert und in Medium ohne Thymidin für Western Blot Analysen 
entlassen (Abbildung 3-5 A und B). Zellen mit endogenem RITA zeigen einen normale 
Progression durch den Zellzyklus (Abbildung 3-5 A). Cyclin B1 steigt in der Mitose an 
(Abbildung 3-5 A, Reihe 1, 7 h und 8 h) und fällt nach Eintritt in die Anaphase wieder ab 
(Abbildung 3-5 A, Reihe 1, 10 h und 12 h). 
 
Abbildung 3-5: Die Depletion von RITA beeinflusst die Zellzyklusprogression. (A) und (B) HeLa Zellen wurden mit einem 
Doppel-Thymidin-Block synchronisiert, in frisches Medium entlassen und zu bestimmten Zeitpunkten für Western Blot 
Analyse geerntet und mit den angegebenen Antikörpern gefärbt. β-Aktin diente als Lade-Kontrolle. (C) und (D) Ananlyse der 
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Bei Zellen ohne RITA (Abbildung 3-5 B, Reihe 3) zeigte sich zwar ein Cyclin B1 Anstieg bei 
8 h, jedoch verblieben die Zellen länger in der Mitose, wie an dem noch vorhandenen Cyclin 
B1 Signal bei 10 h und 12 h zu erkennen ist. Zusammenfassend deutet dies auf eine 
fehlerhafte Zellzyklusprogression hin. Die Zellzyklusprogression wurde zusätzlich mittels 
FACS Analyse untersucht. Auch dort zeigte sich, dass Zellen ohne RITA länger in der Mitose 
(G2/M) verblieben als Kontrollzellen (Abbildung 3-5 C und D). Dies ist auch in den FACS 
Histogrammen (Abbildung 3-5 E und F) zu erkennen. 
 
3.2.2 Zellen ohne RITA zeigen einen verzögerten Austritt aus der Mitose 
 
Um die beobachtete Verzögerung in der mitotischen Progression genauer zu untersuchen, 
wurde eine Kinetik mit dem Cdk1-Inhibitor RO-3306 (Vassilev et al., 2006) durchgeführt. 
HeLa Zellen wurden mit Kontroll-siRNA und siRNA gegen RITA transfiziert und 24 Stunden 
später mit RO-3306 (9 µM) für 14 h behandelt. Anschließend wurden die Zellen in frisches 
Medium entlassen und zu nach bestimmten Zeitpunkten für Western Blot Analysen geerntet. 
Zellen mit RITA zeigten einen normalen Verlauf, nach 1 h traten die Zellen aus der Mitose 
aus, was anhand des Cyclin B1 und des phospho-Histon H3 Signals deutlich zu erkennen ist 
(Abbildung 3-6 A, Reihe 2 und 4, Spalte 4).  
        
Abbildung 3-6: Zellen ohne RITA treten langsamer aus der Mitose aus. (A) HeLa Zellen wurden mit siRNA transfiziert und 
dann RO-3306 synchronisiert, in frisches Medium entlassen und zu bestimmten Zeitpunkt für Western Blot Analysen 
geerntet und mit den angegebenen Antikörpern gefärbt. β-Aktin diente als Lade-Kontrolle. (B) Messung und Auswertung des 
phospho-Histon H3 Levels mittels FACS (C) und (D) FACS Analyse der  Zellzyklus-Verteilung von sikon und siRITA aus 
(A). 
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Zellen ohne RITA zeigten dagegen einen verzögerten Austritt aus der Mitose, denn das 
Cyclin B1 und phospho-Histon H3 Signal waren nach einer Stunde immer noch deutlich 
erhöht bis hin zu vier Stunden nach Freilassung der Zellen (Abbildung 3-6 A, Reihe 2 und 4). 
Zusätzlich wurde der phospho-Histon H3 Gehalt mittels FACS gemessen (Abbildung 3-6 B). 
Auch hier zeigte sich ein deutlich erhöhtes phospho-Histon H3 Level bei Zellen ohne RITA 
sowie ein verzögerter Austritt aus der Mitose. Die Zell-zyklusverteilung der RITA 
depletierten Zellen zeigte zwar eine kleine Anreicherung in der G2/M Phase (Abbildung 3-6 
D, 2 h und 4 h), aber da in dieser Messung nicht zwischen G2- und M-Phase diskriminiert 
werden kann und auch eine erhöhte Apoptoserate in diesen Zellen beobachtet werden konnte 
(Abbildung 3-6 A, Reihe 1), ist der Effekt der Depletion nicht so prominent wie in der 
phospho-Histon H3 FACS Messung. Diese Ergebnisse zeigen deutlich, dass RITA wichtig für 
einen ungestörten Verlauf der Mitose ist und dass Zellen ohne RITA einen verzögerten 
mitotischen Austritt aufweisen. 
 
3.2.3 Time-lapse Mikroskopie zeigt verlängerte mitotische Sub-Phasen 
 
Zur genaueren Analyse von RITA’s Einfluss auf die Zellzyklus-Progression, wurde die 
Technik der Time-lapse Mikroskopie für lebende Zellen verwendet. Dazu wurden HeLa 
Zellen, die stabil H2B-tdTomato exprimieren, mit Kontroll-siRNA und den zwei siRNAs 
gegen RITA transfiziert (Abbildung 3-7 C). Die Einzelzell-Analyse durch die Time-lapse 
Mikroskopie ergab, dass Zellen mit Kontroll-siRNA 65 Minuten benötigten, um die Mitose 
komplett zu durchlaufen. Dabei wurde der Beginn der Chromosomen Kondensation als Start 
und die Formation einer Zytoplasma-Membran als Endpunkt der Mitose festgelegt. HeLa 
Zellen ohne RITA benötigten dagegen 75 Minuten zum Durchlaufen der Mitose (Abbildung 
3-7 A), dies entspricht einer Verlängerung um 15 %. Des Weiteren ergab die Analyse der 
mitotischen Subphasen, dass in Zellen ohne RITA die Prometa- und die Metaphase deutlich 
verlängert sind (Abbildung 3-7 B). Zudem konnte beobachtet werden, dass Zellen ohne RITA 
im Vergleich zu Kontroll-Zellen, vermehrte Chromosomendefekte aufwiesen, hauptsächlich 
Metaphase-Chromosomendefekte (congression) und Anaphase-Chromosomendefekte 
(segregation) (Abbildung 3-7 D, weiße Pfeile). Anhand dieser Daten wurde deutlich, dass 
RITA eine wichtige Rolle in der mitotischen Progression spielt und es durch eine verlängerte 
Mitose die Häufigkeit von Chromosomendefekten in der Metaphase und Anaphase zunimmt. 
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Da diese Zellen vermehrt Fehler in der Chromosomenanordnung aufwiesen, wurden diese 
zusätzlich zur Dauer der Mitose genauer analysiert. 
 
 
Abbildung 3-7: HeLa-Zellen zeigen eine verlängerte Mitose in Abwesenheit von RITA. (A) Auswertung der Mitose Dauer. 
HeLa-Zellen mit stabil exprimierenden H2B-tdTomato wurden mit Kontroll-siRNA (sikon), siRNA gegen die kodierende 
Region (siRITA 1) oder 3'-untranslatierte Region (siRITA 2) von RITA behandelt und mittels Time-lapse Mikroskopie 
analysiert . Zeit (min) für die Dauer der Mitose wurde ausgewertet (n = 60 Zellen pro Bedingung). Nicht behandelte HeLa-
Zellen wurden als Kontrolle (kon) verwendet. Die Ergebnisse sind als Mittelwert ± SD und statistisch ausgewertet dargestellt. 
*** p<0,001. (B) Die Dauer der mitotischen Subphasen, Prophase, Prometaphase, Metaphase, Anaphase, Telophase und 
Zytokinese wurde erfasst (n = 60 Zellen pro Bedingung). Die Ergebnisse sind als Mittelwert ± SD dargestellt. *** p<0,001. 
(C) Western-Blot-Analyse für siRNA Behandlung. β-Aktin diente als Ladekontrolle. (D) Exemplarische Beispiele jeder 
Bedingung. Weiße Pfeile: defekte Chromosomenanordnung während der Meta- bzw. Anaphase. Maßstab: 10 µm. 
 
Zellen mit endogenem RITA zeigten dabei circa 5 % fehlerhafte Chromosomenanordnungen 
in der Metaphase (Abbildung 3-8 A und C) und 3 % mehr fehlerhafte 
Chromosomenanordnungen in der Anaphase (Abbildung 3-8 B und D). Zellen ohne RITA 
dagegen wiesen in der Metaphase 30 % mehr fehlerhafte Chromosomenanordnung 
(Abbildung 3-8 A und C) und in der Anaphase 17 % fehlerhafte Chromosomenanordnungen 
auf (Abbildung 3-8 B und D).  
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Abbildung 3-8: Fehlerhafte Chromosomenanordnung nach Depletion von RITA. (A) und (B) Auswertung der mitotischen 
Defekte. HeLa-Zellen mit stabil exprimierendem H2B-tdTomato wurden mit Kontroll-siRNA (sikon), siRNA gegen die 
kodierende Region (siRITA 1) oder 3'-untranslatierte Region (siRITA 2) von RITA transfiziert und mittels Time-lapse 
Mikroskopie analysiert (n=2 je 60 Zellen pro Bedingung). Die Ergebnisse sind als Mittelwert ± SEM und statistisch 
ausgewertet dargestellt. *** p<0,001. (C) und (D) Exemplarische Beispiele jeder Bedingung. Weiße Pfeile: defekte 
Chromosomenanordnung in der Meta- bzw. Anaphase. Maßstab: 10 µm. 
 
In der Anaphase wiesen diese Zellen dazu noch Chromosomenbrücken (chromosome bridges) 
und auch lagging Chromosomen auf (Abbildung 3-8 D, weiße Pfeile). Durch diese Ergebnisse 
wird deutlich, dass RITA eine wichtige Rolle in der Mitose spielt und diese Zellen erhebliche 
Probleme in der Chromosomenanordnung haben.     
Um die beobachteten mitotischen Fehler genauer zu analysieren, wurden HeLa Zellen mit 
beiden siRNAs gegen RITA transfiziert (Abbildung 3-11 C) und anschließend mittels 
Konfokaler Lasermikroskopie analysiert (Abbildung 3-9 A). Die Auswertung des Phänotyps 
ergab, dass diese Zellen circa 9-16 % mehr Spindeln mit monopolarem Phänotyp (Abbildung 
3-9 D) und in der Metaphase 21-25 % fehlerhafte Chromosomenanordnungen aufwiesen 
(Abbildung 3-9 A, Reihe 3 und 5 DNA, und C). In der Anahase zeigten sich 35 % fehlerhafte 
Chromosomenanordnungen (Abbildung 3-9 A, Reihe 4 und 6 DNA, und D), verglichen mit 
Kontroll-Zellen.  
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Abbildung 3-9: Mitotische Defekte und Multipolarität in HeLa Zellen ohne RITA. (A) HeLa-Zellen wurden mit Kontroll-
siRNA (sikon), siRNA gegen die kodierende Region (siRITA 1) oder 3'-untranslatierte Region (siRITA 2) von RITA 
behandelt und die Zentromere (ACA, anti-centromere antibody), Pericentrin, α-Tubulin und DNA für Konfokale 
Mikroskopie gefärbt. Beispiel sind gezeigt. Weiße Pfeile zeigen Chromosomen Defekte. Maßstab: 5 μm. (B and C) 
Auswertung der Chromosom Defekte (B) und fehlerhaften Segregation (C) in Zellen ohne RITA (n = 90 mitotische Zellen 
pro Bedingung). Die Ergebnisse sind von drei unabhängigen Experimenten und als Mittelwert ± SEM dargestellt. **p < 0.01. 
(D) Auswertung der Multipolarität in Zellen ohne RITA (n=120 Metaphase Zellen pro Bedingung). 
 
Die gleichen Ergebnisse konnten auch in einer zweiten Zelllinie, den HCT116, beobachtet 
werden. Dazu wurden die Zellen mit beiden siRNAs gegen RITA transfiziert (Abbildung 3-10 
D) und anschließend mittels Konfokaler Lasermikroskopie analysiert (Abbildung 3-10 A). 
Die Auswertung des Phänotyps ergab, dass diese Zellen in der Metaphase 21-25 % fehlerhafte 
Chromosomenanordnungen aufwiesen (Abbildung 3-10 B) und in der Anahase zeigten sich 
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Abbildung 3-10: Mitotische Defekte und Multipolarität in HCT116 Zellen ohne RITA. (A) HCT116-Zellen wurden mit 
Kontroll-siRNA (sikon), siRNA gegen die kodierende Region (siRITA 1) oder 3'-untranslatierte Region (siRITA 2) von 
RITA behandelt und die Zentromere (ACA, anti-centromere antibody), Pericentrin, α-Tubulin und DNA für Konfokale 
Mikroskopie gefärbt. Beispiel sind gezeigt. Weiße Pfeile zeigen Chromosomen-Defekte während der Metaphase. Maßstab: 5 
μm. (B und C) Auswertung fehlerhaften Chromosomenanordnung  in Zellen ohne RITA (n = 90 mitotische Zellen je 
Bedingung). Die Ergebnisse sind von drei unabhängigen Experimenten und als Mittelwert ± SEM dargestellt. **p < 0.01. (D) 
Kontrol Western Blot für siRNA Transfektion. β-Aktin diente als Ladekontrolle. 
 
Um die Ursachen für die beobachteten chromosomalen Defekte zu untersuchen, wurde mittels 
ACA-Färbung (anti-centromere Antibody) der Abstand zwischen den Geschwister-
Zentromeren in der Metaphase gemessen (Abbildung 3-11 A), der einen funktionalen Marker 
für die korrekte Verknüpfung der MTs an die Kinetochore darstellt. Der Abstand der 
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Abbildung 3-11: Verkürzter Zentromerabstand in RITA depletierten HeLa Zellen. (A) HeLa Zellen wurden fixiert und mit 
α-Tubulin, Pericentrin, ACA und DAPI gefärbt. Beispiel Exemplare sind gezeigt. Geschwister-Zentromere sind in 2.5-facher 
Vergrößerung dargestellt. Maßstab: 5 µm. (B) Zentromer-Abstand Auswertung in Metaphase Zellen. Der Abstand zwischen 
zwei gepaarten Zentromeren wurde mittels LAS AF Software gemessen (n = 50 Paare je Bedingung). Die Ergebnisse sind 
von zwei unabhängigen Experimenten und werden als Mittelwert ±SEM dargestellt. ***p<0.001. (C) Kontrol Western Blot 
für siRNA Transfektion. β-Aktin diente als Ladekontrolle.  
 
Da Aurora B für den Aufbau der Spannung durch die Korrektur von Fehlverknüpfungen 
zwischen MTs und Kinetochoren (Carmena et al., 2012) verantwortlich ist, wurde die 
Lokalisierung von Aurora B an den Kinetochoren/Zentromeren genauer untersucht. Es 
konnten keine deutlichen Veränderungen zwischen Kontroll-Zellen und Zellen ohne RITA 
festgestellt werden (Abbildung 3-12 A).  
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Abbildung 3-12: Die Lokalisation von Aurora B ist nicht negativ beeinflusst in Abwesenheit von RITA. (A) RITA Depletion 
beeinflusst die Lokalisation von Aurora B nicht. HeLa Zellen wurden mit siRITA 1 behandelt und mit den angegeben 
Antikörpern gefärbt. Beispiele sind gezeigt. Maßstab: 5 µm. (B) Kontrol Western Blot für siRNA Transfektion. β-Aktin 
diente als Ladekontrolle.  
 
Diese Beobachtung impliziert, dass der reduzierte Abstand der Schwester-Zentromere nicht 
von einer delokalisierten Aurora B Kinase verursacht wird, sondern weist auf andere Faktoren 
hin, wie zum Beispiel eine deregulierte MT Dynamik in Zellen ohne RITA, die wiederrum zu 
Defekten in der Chromosomenanordnung während der Mitose führen kann. 
 
3.2.4 Fibroblasten aus RITA KO-Mäusen zeigten fehlerhafte 
Chromosomenanordnung und Multipolarität 
 
Um die Funktion von RITA in vivo zu charakterisieren, wurden Knockout-Mäuse von Prof. 
Dr. Franz Oswald (Unsiversitätsklinik Ulm) generiert (Steinhäuser et. al., 2016. In Druck). 
Embryonale Maus-Fibroblasten (MEF) wurden von Wildtyp, heterozygot (+/-) und 
homozygote (-/-) Mäuse für die zelluläre Analyse isoliert. Interessanterweise zeigten relativ 
zu Kontrollzellen, RITA -/- MEFs 37 % mehr falsch angeordnete Chromosomen und 25 % 
mehr fehlerhafte Chromosomensegregation, während die +/- MEFs 19% mehr 
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Chromosomendefekte und 14 % mehr Fehlerhafte Chromosomensegregation zeigten 
(Abbildung 3-13, A und B).  
 
Abbildung 3-13: Mitotischen Defekte in RITA KO und RITA +/- MEFs. (A) MEFs wurden für die Fluoreszenzmikroskopie 
gefärbt. Beispiele sind gezeigt. Maßstab: 5 µm. Weiße Pfeile zeigen Fehlerhafte Chromosomenanordnung. (B) Auswertung 
der Chromosomenfehler. (C) Auswertung der Multipolaren Spindeln (A) in MEFs. Die Ergebnisse basieren auf zwei 
unabhängigen Experimenten (n = 2, 75 Meta- oder Anaphasen je Bedingung) und sind als Mittelwert ±SEM dargestellt. * p 
<0.05. 
 
Es gab deutlich mehr multipolare Spindeln in den RITA KO MEFs und den RITA +/- MEFs 
als in denen mit Wildtyp RITA (Abbildung 3-13 C). Diese in vivo Daten untermauern die 
vorherigen Ergebnisse und zeigen, dass RITA eine wichtige Rolle in der Mitose spielt. 
 
3.2.5 Wild-Typ RITA aber nicht RITA Δtub korrigieren die mitotischen Defekte 
 
Um zu überprüfen, ob die beobachteten Defekte direkt mit der Depletion von RITA assoziiert 
sind, wurden rescue Experimente durchgeführt. Zellen in denen RITA effizient depletiert 
wurde (Abbildung 3-14 D, zweite Reihe) und erfolgreich mit vergleichbarem Level an 
exogenem Wild-Typ GFP-RITA oder GFP-RITA Δtub, welche nicht effektiv an Tubulin 
bindet, transfiziert waren, wurden mittels Fluoreszenzmikroskopie analysiert (Abbildung 3-14 
D, erste Reihe). Wild-Typ GFP-RITA war deutlich mit der mitotischen Spindel in der 
Metaphase assoziiert (Abbildung 3-14 A, erste Reihe) und mit der Zentralspindel in der 
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Anaphase (Abbildung 3-14 A, zweite Reihe). Dagegen war GFP-RITA Δtub diffus im 
Zytoplasma und nur schwach an der Metaphase Spindel oder Zentralspindel in der Anaphase 
lokalisiert (Abbildung 3-14 A, dritte und vierte Reihe).  
 
Abbildung 3-14: Wildtyp RITA aber nicht RITA Δtub reduziert die mitotische Defekte nach Depletion. (A) HeLa Zellen 
wurden mit siRITA 2 transfiziert und anschließend mit 0,5 µg Wild-Typ GFP-RITA (RITA wt, aa 1-269 ) oder GFP-RITA 
Δtub (aa1-257) transfiziert. 24 h später wurden die Zellen für konfokale Immunofluoreszenzmikroskopie mit Pericentrin, α- 
Tubulin und DNA gefärbt. Beispiele sind gezeigt. Weiße Pfeile zeigen congression oder segregation Defekte. 
Maßstabsbalken: 5 µm. (B und C) Auswertung der congression (B) und segregation (C) Defekte (n=180 mitotischen Zellen 
pro Bedingung ). Die Ergebnisse stammen aus zwei unabhängigen Experimenten und werden als Mittelwert ±SEM 
dargestellt. * p<0,05, ** p<0,01. (D) Kontroll Western-Blot Analyse der HeLa-Zellen aus (A). β-Aktin diente als 
Ladekontrolle . 
 
Durch das Einbringen von Wild-Typ RITA konnten die mitotischen Defekte wieder reduziert 
werden (Abbildung 3-14 B und C). Das Einbringen der RITA Δtub-Mutante konnte die 
mitotischen Defekte dagegen nicht reduzieren, sondern erhöhte sie im Vergleich zur siRNA 
gegen RITA sogar noch etwas (Abbildung 3-14 B und C). Diese Ergebnisse lassen vermuten, 
dass die Tubulin-Bindung von RITA funktionell ist und die Störung dieser Tubulin-Bindung 
von RITA mit den MTs zu den mitotischen Defekten beitragen kann. 
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3.3 RITA und MT-Dynamik 
 
3.3.1 Zellen ohne RITA besitzen ein erhöhtes Level an polymerisiertem Tubulin und 
verkürzte Spindeln  
 
Um zu sehen, welchen Effekt RITA in Bezug auf die MT-Funktionen hat, wurde RITA in 
HeLa Zellen depletiert und anschließend α-Tubulin gefärbt. Mittels Fluoreszenzmikroskopie 
wurde dann die Intensität des α-Tubulins analysiert und somit auf den MT-Polymergehalt 
geschlossen. Beide siRNAs gegen RITA zeigten einen effizienten knock down (Abbildung 
3-15 B, Reihe 3). Zudem wiesen Zellen ohne RITA starre Spindeln mit einer hohen 
Intensität/Dichte von MTs auf (Abbildung 3-15 B, Reihe 2 und 3).   
 
Abbildung 3-15: Erhöhtes polymerisiertes Tubulin-Level und verkürzter Pol-Abstand in Zellen ohne RITA. (A) HeLa Zellen 
wurden mit sicon, siRITA 1 und siRITA 2 transfiziert und mit den angegebenen  Antikörpern gefärbt. MT Intensität und der 
pole-to-pole Abstand wurden gemessen (n = 100 mitotische Spindeln pro Bedingung). Maßstab: 5 µm. (B) Kontroll Western 
Blot der siRNA Transfektion.  (C) und (D) Quantifizierung der MT Intensität und des pole-to-pole Abstands. Die Ergebnisse 
stammen aus drei unabhängigen Experimenten und als Mittelwert ± SEM dargestellt. *p < 0.05, **p < 0.01. MCAK diente 
als Positivkontrolle. (E) Quantifizierung der Spindelbreite in (A). (D) HeLa Zellen wie in (A) behandelt und mit Nocodazol 
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behandelt. MT Polymer-Gehalt von mitotischen shake-off Zellen wurde im FACS gemessen und MCAK diente als 
Positivkontrolle. Die Ergebnisse stammen aus zwei unabhängigen Experimenten und werden als Mittelwert ± SEM 
dargestellt. *p < 0,05, ***p < 0,001. 
 
Die erhöhte MT Intensität konnte zusätzlich mittels FACS Analyse bestätigt werden, indem 
der Gehalt an polymerisiertem Tubulin in HeLa Zellen gemessen wurde (Abbildung 3-15 F). 
Ähnliche Ergebnisse wurden auch in der Zelllinie U2OS beobachtet (Daten nicht gezeigt). 
 
3.3.2 RITA ist in die MT Dynamik involviert 
 
Als nächstes sollte untersucht werden, ob RITA eine Rolle in der Modulation der MT 
Dynamik spielt. Dazu wurden mitotische HeLa Zellen mit oder ohne RITA (Abbildung 3-16 
C) für eine Stunde auf Eis gestellt, um alle MTs zu depolymerisieren und dann anschließend 
wieder in warmes Medium für 2 und 4 min zur Re-Polymerisation der MTs gegeben (Ritter et 
al., 2015). Zu den angegebenen Zeitpunkten wurden die Zellen mit α-Tubulin gefärbt um die 
Intensität der MTs um das Mikrotubuli-Organisationszentrum (microtubule-organizing center 
MTOC) gemessen. In Zellen mit RITA wurden die MTs nach der Behandlung mit Kälte 
schnell depolymerisiert (Abbildung 3-16 A, obere Reihe, 0 min, und B), Zellen ohne RITA 
hingegen wiesen um circa 50 % mehr polymerisierte MTs nach der Kälte-Behandlung auf 
(Abbildung 3-16 A, untere Reihe, 0 min, und B). Nach der Zugabe von warmem Medium 
repolymeriserten Kontrollzellen die MTs (Abbildung 3-16 A, obere Reihe, 2 min und  4 min, 
und B). In Zellen ohne RITA schienen die MTs viel langsamer zu repolymerisieren während 
der 4 min Phase im Vergleich zu den Kontrollzellen (Abbildung 3-16 A, untere Reihe, 4 min, 
und B).  
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Abbildung 3-16: Reduzierte MT Dynamik in Zellen ohne RITA. (A) HeLa Zellen wurden mit siRNA behandelt. Zellen 
wurden für 1 h auf Eis gestellt, in warmes Medium für 2 und 4 min gegeben und mit α-Tubulin, Pericentrin und DAPI 
gefärbt. Tubulin regrowth in Metaphase Zellen wurde analysiert (n = 30 Metaphase Zellen je Bedingung). Beispiele sind 
gezeigt und Kreise indizieren die den gemessenen Bereich. Maßstab: 5 µm. (B) Auswertung der Tubulin regrowth Rate. Die 
Ergebnisse stammen aus zwei unabhängigen Experimenten und werden als Mittelwert ± SEM dargestellt. *p < 0,05, ***p < 
0,001. (C) Kontroll Western Blot der siRNA Transfektion. β-Aktin diente als Ladekontrolle. 
 
Dieses Ergebnis zeigt, dass RITA eine Rolle in der Modulation der MT Dynamik spielt und 
dass Zellen ohne RITA eine langsamere und gestörte MT Dynamik aufweisen. 
 
3.3.3 Fibroblasten aus RITA KO Mäusen zeigen verändertes MT-Verhalten 
 
Die Funktion von RITA in vivo in Bezug auf das MT-Verhalten wurde zusätzlich in den 
MEFs untersucht. Dabei zeigte sich, dass die Intensität der MTs in den Metaphase-Zellen 
höher bei RITA KO und RITA +/- MEFs im Vergleich zu RITA Wildtyp-MEFs war 
(Abbildung 3-17 A und C). Bei der Kaltbehandlung war die erhöhte MT Intensität sogar noch 
ausgeprägter in den RITA KO MEFs als in den Wildtyp-MEFs (Abbildung 3-17 B und D). Im 
Einklang mit diesen Beobachtungen war der Gehalt von polymerisiertem α-Tubulin in der 
Durchflusszytometrie-Messung ebenfalls höher in RITA +/- und RITA KO MEFs als in den 
Wildtyp-MEFs (Abbildung 3-17 E). 
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Abbildung 3-17: Erhöhte MT-Dichte und deregulierte MT-Dynamik in RITA KO MEFs. (A) MEFs wurden mit 
angegebenen Antikörpern für die Mikroskopie gefärbt. Beispiele sind gezeigt. Maßstab: 5 µm. (C) Die Intensität der MTs in 
(A) wurde wie angegeben gemessen. Die Ergebnisse stammen aus zwei unabhängigen Experimenten (n = 2, 40 Metaphasen 
je Bedingung) und als Mittelwert ±SEM dargestellt. *** p <0.,001 . (B) MEFs wurden kalt behandelt für 1 h zur 
Depolymerisation der MTs und für die Mikroskopie gefärbt. Beispiele sind gezeigt. Maßstab: 5 µm. (D) Die Intensität der 
verbleibenden MTs in (B) wurde wie angegeben gemessen. Die Ergebnisse stammen aus zwei unabhängigen Experimenten 
(n = 2, 30 Metaphasen je Bedingung) und sind als Mittelwert ±SEM dargestellt. *** p <0.001 . (E) MEFs wurden gefärbt mit 
einem Antikörper gegen α-Tubulin und der MT-Polymergehlt wurde mittels Durchflusszytometrie gemessen. Die Ergebnisse 
basieren auf zwei unabhängigen Experimenten und sind  als Mittelwert ±SEM dargestellt. * p <0.05 . 
 
Diese in vivo Daten bestätigen die gewonnen Erkenntnisse aus den Versuchen mit den 
Krebszelllinien und zeigen deutlich, dass RITA eine wichtige Rolle in der Modulation der 
MT-Dynamik spielt. 
 
3.3.4 Zellen ohne RITA haben stabilere Kinetochor-MTs 
 
Um die Stabilität der Kinetochor-MTs genauer zu untersuchen, wurden RITA depletierte 
Zellen für 12 min auf Eis gehalten (Abbildung 3-18 A), um alle MTs außer die Kinetochor-
MTs zu depolymerisieren (Meunier and Vernos, 2011). Auch hier zeigte sich, dass Zellen 
ohne RITA im Vergleich zu Kontrollzellen stabilere Kinetochor-MTs aufwiesen (Abbildung 
3-18 A, Reihe 1). Die Messung der Fluoreszenzintensität der Kinetochor-MTs ergab, dass 
diese in Zellen um circa 29 % erhöht war im Vergleich zu den Kontrollzellen (Abbildung 
3-18 B).  
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Abbildung 3-18: Erhöhte Stabilität der k-MTs. (A) HeLa Zellen wurden mit siRNA gegen RITA behandelt und für 12 min 
auf Eis gestellt um alle nicht-k-MTs zu depolymerisieren. Immunfluoreszenzfärbungen mit angegeben Antikörpern wurden 
durchgeführt. Maßstab: 5 µm. Rote Box indiziert die Area in denen die Intensität der Kinetochor-MTs gemessen wurde. (B) 
Auswertung der Kinetochor-MTs Intensität in Metaphase Zellen (n = 100  k-MTs pro Bedingung). Die Ergebnisse stammen 
aus zwei unabhängigen Experimenten und werden als Mittelwert ± SEM dargestellt.  ***p < 0.001. (C) Kontroll Western 
Blot der siRNA Transfektion. β-Aktin diente als Ladekontrolle. 
 
Anhand dieser Daten konnte erneut gezeigt werden, dass die Zellen ohne RITA eine erhöhte 
Stabilität der MTs besitzen und das diese Zellen resistenter gegen die durch Kälte induzierte 
Depolymerisation sind. 
 
3.3.5 Depletion von RITA erhöht den Gehalt an acetyliertem α-Tubulin 
 
Posttranslationale Modifikationen von α-Tubulin, wie Acetylierung, Detyrosinierung und 
Polyglutamylierung, sind wichtig, um die Stabilität und Dynamik von MTs (Janke and Chloë 
Bulinski, 2011) zu regulieren. Deshalb sollte untersucht werden, ob RITA an der Regulation 
dieser Modifikationen beteiligt ist. Dazu wurden HeLa-Zellen ohne RITA in die 
Prometaphase synchronisiert und Zelllysate für Western Blot Analysen hergestellt. 
Interessanterweise war das Level an acetyliertem α-Tubulin deutlich höher in Zellen mit 
siRNA gegen RITA als in Kontrollzellen (Abbildung 3-19 B, Spalte 2, Reihe 1), während die 
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Mengen an detyrosiniertem und polyglutamyliertem α-Tubulin vergleichbar waren 
(Abbildung 3-19 B, Reihe 2 und 3).  
 
Abbildung 3-19: Erhöhtes acetyliertes α-Tubulin-Level in Zellen ohne RITA. (A) HeLa Zellen wurden mit siRNA gegen 
RITA (siRITA 1) oder Kontroll-siRNA siRNA (sikon) behandelt und mit den angegebenen Antikörpern für 
Immunfluoreszenzanalysen gefärbt. Maßstab: 5 µm. (B) HeLa Zellen behandelt wie in (A) wurden in die Prometaphase 
synchronisiert und Zelllysate für Western Blot Analysen mit den gezeigten Antikörpern erstellt. β-Aktin diente als 
Ladekontrolle. (C) Die Intensität von acetylierten α-Tubulin in Metaphase Zellen wurde gemessen (n = 40 Metaphase Zellen 
pro Bedingung). Die Ergebnisse stammen aus drei unabhängigen Experimenten und werden als Mittelwert ±SEM dargestellt. 
*p < 0,05. (D) HCT116 und U2OS wurden mit siRNA behandelt und synchronisiert in die Prometaphase für Western Blot 
Analysen. β-Aktin diente als Ladekontrolle. 
 
Darüber hinaus war das Proteinlevel an α-Tubulin nicht abhängig von RITA (Abbildung 3-19 
B, Reihe 4). Dies deutet darauf hin, dass RITA keinen Einfluss auf die Transkription von α-
Tubulin hat. Nach Depletion von RITA, konnte das erhöhte acetylierte α-Tubulin-Level auch 
in HCT116 (Abbildung 3-19 D, Spalte 2) und in U2OS Zellen beobachtet werden (Abbildung 
3-19 D, Spalte 4). Zudem war die Fluoreszenzintensität des acetylierten α-Tubulins um circa 
28 % erhöht in RITA depletierten Metaphase Zellen im Vergleich zu Kontrollzellen 
(Abbildung 3-19 A). Diese Daten zeigen deutlich, dass in Zellen ohne RITA die Acetylierung 
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3.3.6 RITA kolokalisiert mit acetyliertem α-Tubulin 
 
Um eine mögliche Assoziation von RITA mit acetyliertem α-Tubulin zu zeigen, wurden HeLa 
Zellen mit GFP-RITA transfiziert und anschließend für Immunfluoreszenzanalysen mit einem 
Antikörper gegen acetyliertes α-Tubulin gefärbt. RITA kolokalisierte mit acetyliertem           
α-Tubulin in der mitotischen Spindel während der Metaphase (Abbildung 3-20 A). RITA 
konnte zudem an den interpolaren anti-parallelen MTs gefunden werden (Abbildung 3-20 A, 
Reihe 1, GFP-RITA, grüne Pfeile), bis hin zur Anaphase (Abbildung 3-20 A, Reihe 2, GFP-
RITA, grüne Pfeile).  
 
Abbildung 3-20: RITA kolokalisiert teils mit acetyliertem α-Tubulin. (A) HeLa Zellen wurden mit GFP-RITA transfiziert 
und für Immunfluoreszenz-Mikroskopie gefärbt. Verschiedene mitotische Phasen sind gezeigt.  Maßstab: 5 µm. 
 
Im Gegensatz dazu war das Signal von acetyliertem α-Tubulin schwächer an diesen MTs. 
Zusammen mit seiner favorisierten Lokalisation an den interpolaren MTs war RITA wieder 
bevorzugt an beiden distalen Regionen der Zentralspindel in der Nähe der getrennten 
Chromosomen in der späten Anaphase zusehen (Abbildung 3-20 A, Reihe 3, GFP-RITA, 
grüne Pfeile), wie auch schon in Abbildung 1-3 deutlich war. Acetyliertes α-Tubulin war 
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hauptsächlich in der mittleren Zone der Anaphase Spindel fokussiert, in der stabile MTs für 
die Trennung der Tochter-Chromatide erforderlich sind (Abbildung 3-20 A, Reihe 3, 
acetyliertes Tubulin, rote Pfeile). In der Telophase/Zytokinese, während RITA an der 
Zentralspindel und midbody verbleibt, ist acetyliertes α-Tubulin vermehrt in der Nähe des 
midbody lokalisiert (Abbildung 3-20 A, Reihe 4, GFP-RITA und acetyliertes α-Tubulin-
Färbung, rote und grüne Pfeile). RITA und acetyliertes α-Tubulin überlappen an den 
mitotischen MTs und weisen spezifische räumliche Lokalisationen innerhalb der mitotischen 
Spindel während der Mitose auf. Somit ist zu vermuten, dass die Anwesenheit von RITA die 
Lysin-40 Acetylierung von α-Tubulin innerhalb MTs modulieren kann. 
 
3.3.7 Rescue mit Wildtyp-RITA aber nicht RITA Δtub verringert die Menge an 
acetyliertem α-Tubulin 
 
RITA besitzt eine Tubulin-Bindungsdomäne am C-Terminus (Wacker et al., 2011) 
(Abbildung 3-4 B). Mittels weiteren Versuchen sollte herausgestellt werden, ob diese Domäne 
für das erhöhte Level von acetyliertem Tubulin verantwortlich ist. Dazu wurden HeLa Zellen 
mit der siRNA 2, welche gegen die 3’-untranslatierte Region gerichtet ist, behandelt und 
anschließend mit GPF-RITA Wild-Typ (aa 1-269) oder GFP-RITA Δtub (aa 1-257) 
(Abbildung 3-21 C) transfiziert. Zellen wurden mit den Antikörpern gegen acetyliertes α-
Tubulin, α-Tubulin und die DNA für Fluoreszenzmikroskopie gefärbt (Abbildung 3-21 A). 
Wild-Typ RITA war mit der Metaphase Spindel assoziiert (Abbildung 3-21 A, Reihe 3, GFP-
RITA), GFP-RITA Δtub dagegen zeigte keine richtige Lokalisation an den MT-Strukturen 
und war mehr diffus im Zytoplasma verteilt (Abbildung 3-21 A, Reihe 4, GFP-RITA Δtub). 
Die Analyse der Fluoreszenzintensität von acetyliertem α-Tubulin ergab, das Wild-Typ RITA 
das Level an acetyliertem α-Tubulin wieder auf das Level der Kontrollzellen reduzieren 
konnte (Abbildung 3-21 A und B, Reihe 3, acetyliertes Tubulin). 
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Abbildung 3-21 Wild-Type RITA, nicht aber RITA ∆tub reduziert das Level an acetyliertem α-Tubulin. (A) HeLa Zellen 
wurden zuerst mit siRNA behandelt und dann anschließend wurde 0.5 µg von Wild-Typ GFP-RITA (aa 1-269) oder GFP-
RITA Δtub (aa1-257), wieder eingebracht. 24 h später wurden die Zellen mit den anagegebenen Antikörpern für 
Immunfluoreszenzanalysen gefärbt. Beispiel-Bilder sind gezeigt. Maßstab: 5 μm (B). Auswertung der Intensität von 
acetylierten α-Tubulin in Metaphase Zellen (n=180  mitotische Zellen je Bedingung). Die Ergebnisse werden als Mittelwert 
±SD dargestellt, ***p < 0,001. (C) Kontroll Western Blot. β-Aktin dient als Ladekontrolle. 
 
Im Gegensatz dazu, wurde durch die Überexpression von RITA Δtub mehr acetyliertes α-
Tubulin (173 %) im Vergleich zu den RITA depletierten Zellen (124 %) beobachtet 
(Abbildung 3-21 A, Reihe 4, acetyliertes Tubulin), möglicherweise aufgrund seiner starken 
dominant-negativ Wirkung. Zudem konnte gezeigt werden, dass auch der Gehalt an α-Tubulin 
und der Abstand der Pole nach wieder Einbringen von endogenem Level an GFP-RITA den 
zuvor mit siRNA beobachten Phänotyp beinah umkehren konnte (Abbildung 3-22 A und B). 
Die Tubulin-Mutante dagegen verstärkte den Effekt der siRNA (Abbildung 3-22 A und B).  
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Abbildung 3-22: Wild-Type RITA, nicht aber RITA ∆tub reduziert das Level an α-Tubulin und korrigieren den pole-to-pole 
Abstand. (A) HeLa Zellen wurden wie in Abbildung 3-21 behandelt und die Intensität von α-Tubulin gemessen. (B) wie in 
(A), der pole-to-pole Abstand wurden gemessen. Die Ergebnisse werden als Mittelwert ±SD dargestellt. 
 
Die Ergebnisse implizieren, dass RITA an der Modulation von der α-Tubulin-Acetylierung 
beteiligt ist. Für die Modulation der Acetylierung an Lysin 40 in α-Tubulin ist die Tubulin-
Bindungsdomäne in RITA erforderlich. 
 
3.3.8 RITA beeinflusst die Assoziation von HDAC6 und Mec-17 mit α-Tubulin 
 
Die Lysin-40 Acetylierung von α-Tubulin wird hauptsächlich von der Acetyltransferase Mec-
17 (auch genannt αTAT1) (Akella et al., 2010; Shida et al., 2010) und den Deacetylasen 
HDAC6 und SIRT2  reguliert (Hubbert et al., 2002; Matsuyama et al., 2002; North et al., 
2003). Um zu prüfen, ob Mec-17 und HDAC6 von RITA beeinflusst werden, wurden HeLa 
und HCT116 Zellen mit Flag-RITA transfiziert und anschließend synchronisiert um 
mitotische Zellen zu erhalten. Dann erfolgte eine MT-Fraktionierung (Nguyen et al., 1999) 
und Western Blot Analysen. Zellen mit endogenem RITA zeigten moderate Proteinlevel an 
acetyliertem α-Tubulin, Mec-17 und HDAC6 im Zelllysat und in den MT-Fraktionen 
(Abbildung 3-23 A, Reihe 1, 3, 5 und 7). Dagegen zeigten Zellen mit exogenem RITA ein 
erhöhtes Proteinlevel an acetyliertem α-Tubulin und Mec-17 im Zelllysat sowie in der MT-
Fraktion (Abbildung 3-23 A, Reihe 2, 4, 6 und 8, acetyliertes α-Tubulin und Mec-17). 
HDAC6 war dagegen deutlich erniedrigt in der MT-Fraktion bei Zellen mit exogenem RITA 
(Abbildung 3-23 A, Reihe 2, 4, 6 und 8, HDAC6), was darauf schließen lässt, dass in 
Anwesenheit von exogenem RITA die Assoziation von HDAC6 mit den MTs gestört ist.
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Abbildung 3-23: Weniger MT assoziiertes HDAC6 in RITA überexprimierenden Zellen. (A) Lysate der MT-Fraktionierung 
von HeLa und HCT116 Zellen welche RITA überexprimieren und in die Prometaphase synchronisiert waren, wurden mittels 
Western Blot analysiert. β-Aktin dient als Ladekontrolle. 
 
Um eine mögliche direkte Assoziation zwischen RITA und HDAC6 zu überprüfen, wurden 
HCT116 Zellen mit Flag-RITA transfiziert und in die Mitose synchronisiert. Anschließend 
wurden Immunopräzipitationen durchgeführt. HDAC6 konnte in einem Komplex mit Flag-
RITA und α-Tubulin aus mitotischen Zellen immunopräzipiert werden (Abbildung 3-24 A, 
Reihe 6). HDAC6 konnte nicht in dem Flag-RITA oder α-Tubulin Präzipitat gefunden werden 
(Abbildung 3-24 A, Reihe 4 und 8), möglicherweise durch das geringe endogene Level an 
HDAC6 in diesen Zellen. Die Bindung zwischen RITA und α-Tubulin konnte erneut in 
beiden Präzipitaten gezeigt werden (Abbildung 3-24 A, Reihe 4 und 8). Interessanterweise 
wurde durch die Depletion von RITA die Komplexbildung von HDAC6 und α-Tubulin 
(Abbildung 3-24 B, Reihe 6) gestört war, was darauf schließen lässt, dass die Anwesenheit 
von RITA die Bildung eines Komplexes aus HDAC6 und Tubulin fördert. Zudem konnte 
beobachtet werden, dass die Überexpression von RITA und die Depletion von RITA zu einer 
Reduktion des HDAC6 Proteinlevel in Zelllysaten führt (Abbildung 3-24 A und B, Reihe 2, 
HDAC6). 
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Abbildung 3-24: RITA fördert die Bindung von HDAC6 mit α-Tubulin. (A) HCT116 Zellen wurden mit Flag-Vektor oder 
Flag-RITA transfiziert, mit Nocodazol synchronisiert und 1 h in frisches Medium entlassen. Lysate wurden für 
Immunpräzipitationen (IP) mit Flag-, HDAC6- und α-Tubulin Antikörper erstellt. IPs wurden mittels  Western Blot 
analysiert. β-Aktin und leichte Kette dienten als Ladekontrolle. (B) HeLa Zellen wurden mit sikon und siRITA behandelt, 
synchronisiert und Lysate wurden für Immunpräzipitationen mit HDAC6- und α-Tubulin Antikörper erstellt. IPs wurden 
mittels  Western Blot analysiert. β-Aktin und leichte Kette dienten als Ladekontrolle. 
 
Des Weiteren sollte analysiert werden, wie die Assoziation von Mec-17 und HDAC6 mit 
Tubulin in Zellen ohne RITA ist. Dazu wurden HeLa Zellen mit siRNA gegen RITA 
transfiziert, in die Prometaphase synchronisiert und anschließend eine MT-Fraktionierung 
durchgeführt. Interessanterweise war das Proteinlevel an HDAC6 im Zelllysat erneut geringer 
und in der MT-Fraktion war dieser Unterschied viel prägnanter (Abbildung 3-25 A, Reihe 5, 
Spalte 2 und 4, Abbildung 3-25 C). Zudem konnte eine moderate Erhöhung an Mec-17 in der 
MT-Fraktion von Zellen ohne RITA beobachtet werden (Abbildung 3-25 A, Reihe 4, Spalte 2 
und 4, Abbildung 3-25 C). Das Level an α-Tubulin war vergleichbar in den Zelllysaten 
(Abbildung 3-25 A, Reihe 2, Spalte 1 und 2), dagegen war in der MT-Fraktion in Zellen ohne 
RITA im Vergleich zu Kontrollzellen das Level an α-Tubulin erhöht (Abbildung 3-25 A, 
Reihe 2, Spalte 3 und 4, Abbildung 3-25 B). Diese Daten werden durch die FACS Analysen 
unterstützt, die zeigen, dass RITA depletierte Zellen ein erhöhtes Level an polymierisiertem 
α-Tubulin aufweisen (Abbildung 3-15 F). Auch zeigte sich erneut eine Erhöhung an 
acetyliertem Tubulin in Zellen ohne RITA (Abbildung 3-25 A, Reihe 3, Spalte 3 und 4, 
Abbildung 3-25 B), wie schon bei den Immunfluoreszenz Analysen gezeigt werden konnte 
(Abbildung 3-19).  
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Abbildung 3-25: Depletion von RITA beeinlußt HDAC6 und Mec-17 an den MTs (A) Lysate von MT-Fraktionen 
mitotischer HeLa Zellen welche mit sikon und siRITA 1 behandelt wurden. Western Blot Analyse mit angegebenen 
Antikörpern. (B) und (C) Quantifizierung des α-Tubulin, acetylierten α-Tubulin, HDAC6 und Mec-17 Signals aus (A), relativ 
zu β-Aktin. Ergebnisse stammen aus drei unabhängigen Experimenten und werden als Mittelwert ± SEM dargestellt. 
 
Diese Daten zeigen, dass in Abwesenheit von RITA mehr MTs acetyliert vorliegen und somit 
vermutlich stabiler sind, möglicherweise durch Störung der Assoziation von HDAC6 und 
Mec-17 mit Tubulin/MTs.     
Um zu untersuchen, ob die Bindung von RITA an Tubulin für diese Komplexbildung 
notwendig ist (Abbildung 3-24 A, Spalte 6), wurden HeLa Zellen mit Flag-RITA und Flag-
RITA Δtub transfiziert und Immunpräzipitationen mit Flag-Beads durchgeführt. Im Vergleich 
zu Zellen, welche mit Wild-Typ RITA (Abbildung 3-26 A, Spalte 5) transfiziert waren, wurde 
weniger HDAC6 aus Zellen mit Flag-RITA Δtub (Abbildung 3-26 A, Spalte 6) 
immunpräzipitiert. Diese konnte zudem zusätzlich in einem Pulldown-Assay mit löslichem 
oder polymerisierten MT Lysaten unter Verwendung von rekombinanten GST- RITA und 
seiner Mutante (Abbildung 3-26 B) bestätigt werden.  
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Abbildung 3-26: RITA fördert HDAC6/MT Komplexbildung in vivo und in vitro. (A) HeLa Zellen wurden mit Flag-RITA 
oder seiner Mutante transfiziert, synchronisiert und Immunpräzipitationen wurden durchgeführt. Die Analyse erfolgte mittels 
Western Blot. β-Aktin und leichte Kette dienten als Ladekontrolle. (B) Pulldown assay mit rekombinanten GST-RITA oder 
GST-RITA Δtub aus mitotischen löslichen oder polymerisierten MT-Fraktionen von HCT116 Zellen. Western Blot Analyse. 
S: soluble fraction Lysat; P: polymerized MT fraction Lysat. 
 
Diese Daten zeigen, dass die Anwesenheit von RITA die Assoziation von HDAC6 mit 
Tubulin begünstigt, die Abwesenheit jedoch die Bindung von Mec-17 mit MTs begünstigt. 
 
3.3.9 Depletion von RITA erhöht das Level an aktiver Aurora A an den Spindel-Polen 
und Zentrosomen 
 
Aurora A, eine Serin/Threonin Protein Kinase, reguliert den Spindelaufbau durch Kontrolle 
der Stabilität und Dynamik mitotischer MTs (Barr and Gergely, 2007). Um zu untersuchen, 
ob Aurora A mit den beobachteten MT Veränderungen assoiziiert ist, wurden HeLa Zellen 
mit einem spezifischen Antikörper gegen die aktive Form von Aurora A (T288) in 
Anwesenheit oder Abwesenheit von RITA gefärbt. Es zeigte sich, dass das Phospho-Aurora A 
(T288) Signal in mitotischen HeLa-Zellen ohne RITA stark ausgeprägt war (Abbildung 3-27 
A, Reihe 4, Spalte 1, siRITA). Um dieses beobachtete Phänomen genauer zu untersuchen, 
wurde das Fluoreszenz-Signal der aktiven Aurora A (T288) quantitativ ausgewertet. Im 
Vergleich zu mit Kontroll-siRNA behandelten Zellen, war die Menge an phosphoryliertem 
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Aurora A deutlich an den Zentrosomen/Spindelpole von der Prophase bis zur Metaphase in 
Zellen ohne RITA erhöht (Abbildung 3-27, B). 
 
Abbildung 3-27: Erhöhte aktive Aurora A in Zellen ohne RITA. (A) HeLa Zellen wurden mit sicon und siRITA 1 
transfiziert und mit den angegebenen Antikörpern gefärbt. Beispiele sind geziegt. Maßstab: 5 μm. (B) Die Intensität von p-
Aurora A (T288) wurde in der Prophase, Prometaphase und Metaphase gemessen (n = 40 pro Bedingung). Ergebnisse 
stammen aus zwei (Prophase und Prometaphase) und aus drei (Metaphase) unabhängigen Experimenten und werden als 
Mittelwert ± SEM dargestellt. **p < 0.01. 
 
In der Prophase stieg das Signal um 22 % an. Am deutlichsten zeigte sich dies in der 
Prometaphase, mit einem Anstieg um 47 %. In der Metaphase lag der Anstieg an aktiver 
Aurora noch bei circa 29 %. Auch Western Blot Analysen der Zelllysate zeigten ein erhöhtes 
Level an phospho-Aurora A (T288) in Prometaphase arretierten Zellen ohne RITA 
(Abbildung 3-28 A, Reihe 3), das Level an Aurora A war dagegen vergleichbar zwischen 
Zellen mit und ohne RITA (Abbildung 3-28 A, Reihe 2 und 1). Deutlich wurde der 
Unterschied bei der Bestimmung des Verhältnisses von phospho-Aurora A mit β-Aktin und 
phospho-Aurora A mit Aurora A (Abbildung 3-28 C, Reihe 3) aus der Western Blot 
Quantifizierung (Abbildung 3-28 A).  
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Abbildung 3-28: Depletion von RITA erhöht exclusiv die phosphorylierte Form von Aurora A, nicht aber Aurora A. (A) 
siRNA behandelte HeLa Zellen wurden synchronisiert und Western Blot Analysen durchgeführt. β-Aktin diente als 
Ladekontrolle. (B) und (C) Quantifizierung des TPX2 Signals und des Verhältnisses von p-Aurora A/Aurora A. (D) siRNA 
behandelte HeLa Zellen wurden mit p-Aurora A und Aurora A für Fluoreszenzmikroskopie gefärbt. Maßstab: 5 µm. (E) Das 
Verhältnis von p-Aurora A/Aurora A wurde durch messen der Einzel-Intensitäten von  p-Aurora A und Aurora A in 
Metaphase Zellen (n = 80 Zellen je Bedingung) bestimmt. Die Ergebnisse stammen von zwei unabhängigen Experimenten 
und werden als Mittelwert  ± SEM dargestellt. ***p < 0,001.  
 
Auch die Quantifizierung der Immunfluoreszenzfärbung ergab ein erhöhtes Verhältnis/Ratio 
von p-Aurora A zu Aurora A in Metaphase Zellen ohne RITA (Abbildung 3-28 D und E). 
Interessanterweise war auch das Proteinlevel von TPX2, einem Aktivator von Aurora A in der 
Mitose, in Prometaphase Zellen moderat erhöht (Abbildung 3-28 A, Reihe 4, B). Dies konnte 
weiter durch Immunfluoreszenzanalysen bestätigt werden (Abbildung 3-29 A und B). Darüber 
hinaus konnte mit dem gleichen rescue Experiment, wie in Abbildung 3-14, durch das erneute 
Einbringen von Wildtyp-RITA, aber nicht RITA Δtub, das Verhältnis von p-Aurora A/Aurora 
A auf das Niveau der Zellen welche mit Kontroll-siRNA behandelt wurden herstellt werden 
(Abbildung 3-29 C und D). Die Daten zeigen, dass die Abwesenheit von RITA zu einer 
Erhöhung an aktiver Aurora A in mitotischen Zellen führt.  
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Abbildung 3-29: Erhöhtes Level an TPX2 und rescue mit Wildtyp RITA, nicht aber RITA Δtub, reduzieren p-Aurora A. (A) 
HeLa Zellen mit sikon und siRITA wurden für Fluoreszenzmikroskopie mit den gezeigten Antikörpern gefärbt. Maßstab: 5 
µm. (B) Die Intensität des TPX2 Signal wurde in Prometaphase Zellen gemessen (n=50 Zellen pro Bedingung). Die 
Ergebnisse stammen von drei unabhängigen Experimenten und werden als Mittelwert ± SEM dargestellt. ***p < 0,001. (C) 
In HeLa Zellen wurde RITA depletiert und anschließend mit GFP-RITA oder GFP-RITA Δtub transfiziert. Lysate wurden 
mittels Western Blot analysiert. (D) Auswertung des Verhältnisses von p-Aurora A/Aurora A aus (C), normalisiert auf β-
Aktin. 
 
Darüber hinaus sollte geklärt werden, ob die erhöhte aktive Aurora A für die mitotischen 
Defekte mitverantwortlich ist. Dazu wurden HeLa Zellen mit siRNA gegen RITA transfiziert  
(Abbildung 3-30 B) und dann mit MLN8054, einem spezifischen Aurora A Inhibitor, 
behandelt (Manfredi et al., 2007). Die Konzentration wurde auf 15 nM festgesetzt, da bei 
dieser niedrigen Dosierung kein Zellzyklusarrest und keine Multipolarität induziert werden 
(Nam and van Deursen, 2014).  
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Abbildung 3-30: Inhibition von Aurora A reduziert mitotische Defekte in Zellen ohne RITA. (A) HeLa Zellen wurden mit 
sikon oder siRITA transfiziert und anschließend mit DMSO oder 15 nM MLN8054, einem spezifischen Aurora A Inhibitor, 
für 14 h behandelt. Behandelte Zellen wurden mit α-Tubulin, phospho-Aurora A (T288), ACA und DNA für 
Fluoreszenzmikroskopie gefärbt. Maßstab: 5 µm. (B) Zelllysate wurden mittels Western Blot analysiert. β-Aktin diente als 
Ladekontrolle. (C) Das phospho-Aurora A (T288) Signal mitotischer Zellen wurde gemessen (A) (n = 60 Zellen je 
Bedingung). Die Ergebnisse stammen aus zwei unabhängigen Experimenten und werden als Mittelwert ± SEM dargestellt. 
**p < 0,01; ***p < 0,001.   
 
Diese Konzentration war ausreichend um das Phosphorylierungssignals von Aurora A in 
Zellen ohne RITA um etwa 30% (Abbildung 3-30 C) zu reduzieren. Für Immun-
fluoreszenzanalysen wurden die behandelten Zellen mit α-Tubulin, Phospho-Aurora A 
(T288), ACA und die DNA gefärbt. Die Auswertung des Phänotyps ergab, dass Zellen ohne 
RITA erneut um 28 % erhöht fehlerhafte Chromosomenanordnung in der Metaphase und um 
24 % erhöht fehlerhafte Chromosomenanordnung in der Anaphase im Vergleich zu Kontroll-
Zellen aufwiesen. Dies bestätigt die Ergebnisse aus 3.2. Interessanterweise zeigte die 
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Behandlung mit MLN8054 eine Reduktion dieser mitotischen Defekte in Zellen ohne RITA 
(Abbildung 3-31 A und B). Dabei konnten mittels MLN8054 Behandlung die Metaphase 
Defekte von 43 % auf 22 %, sowie die Anaphase Defekte von 40 % auf 17 % reduziert 
werden.  
 
Abbildung 3-31: Reduktion der Chromosomen Defekte in RITA depletierten Zellen nach Behandlung mit MLN8054. (A 
und B) Quantifizierung der falsch angeordneten Chromosomen in Metaphase Zellen (n=120 Zellen je Bedingung) und 
fehlerhafter Chromosomen Segregation in Anaphase Zellen (n=120 Zellen je Bedingung). Die Ergebnisse sind aus zwei 
unabhängigen Experimenten und werden als Mittelwert ± SEM dargestellt. *p < 0,05. 
 
Dieses Ergebnis deutet darauf hin, dass eine erhöhte aktive Aurora A für die Induktion von 
mitotischen Defekten in Abwesenheit von RITA mitverantwortlich ist. Zusammenfassend 
zeigen die Ergebnisse, das die Depletion von RITA zu einer Erhöhung an aktiver Aurora A 
führt und dies die mitotischen Defekte teils erklären kann. Durch Verwendung von MLN8054 






In Zellen ist eine Vielzahl von Mikrotubuli-assoziierter Proteine (MAPs) für die MT-
Nukleation und Dynamik zuständig. Darüber hinaus gibt es Protein, die die MTs miteinander 
verknüpfen und die MTs für den Transport nutzen. Die Kombination dieser verschiedenen 
Aktivitäten führt zu der Selbstorganisation der MTs in ein funktionelles Netzwerk der Zelle 
(Alfaro-Aco und Petry, 2015). Die gemeinsame Eigenschaft von MAPs, die Bindung an 
Tubulin, bietet die Möglichkeit diese Interaktion zu manipulieren und somit den Einsatz von 
Tubulin-Bindungs-Agenzien (TBAs) in der Krebstherapie zu beeinflussen (Bhat und Setaluri, 
2007). In der Mitose wird in Abhängigkeit von diversen Motor- und nicht-Motor Proteinen 
die bipolare mitotische Spindel durch dynamische MTs geformt (Yount et al., 2015). Somit ist 
eine Feinabstimmung der MT-Dynamik essentiell für den fehlerfreien Verlauf der Mitose. Die 
Deregulation führt zu chromosomaler Instabilität, ein Merkmal der Tumorgenese ist 
(Brouhard und Rice, 2014; Yount et al., 2015). Neben der Rolle von RITA in der Regulation 
des Notch-Signalweges, sind weitere Funktionen unbekannt. Da RITA in mit den MTs 
assoziiert vorliegt (Wacker et al., 2011), sollte in dieser Dissertation die physiologische 
Funktion von RITA in der Mitose an den MTs untersucht werden. In der vorliegenden Arbeit 
konnte zum ersten Mal gezeigt werden, dass RITA die MT-Dynamik beeinflusst und für den 
fehlerfreien Ablauf der Mitose benötigt wird. Mittels der durchgeführten Experimente konnte 
gezeigt werden, dass RITA als neues MAP präzise reguliert sein muss und die Depletion 
sowie Überexpression von RITA den Prozess der Mitose negativ beeinflussen.  
 
4.1 RITA assoziiert mit der mitotischen Spindel 
 
Vorherige Untersuchungen haben gezeigt, das GFP-RITA an Tubulin in vitro bindet (Wacker 
et al., 2011). Anhand von eigenen Immunfluoreszenzfärbungen konnte gezeigt werden, dass 
RITA in den verschiedenen Phasen der Mitose mit dem Mikrotubuli-Netzwerk assoziiert ist. 
Wie bei viele andere MAPs, die Komponenten der mitotischen Spindel sind (Bulinski und 
Borisy, 1980; Scholey et al., 1984), ist die Lokalisation von RITA an der mitotischen Spindel 
in der Metaphase und an den interpolar MTs in der Anaphase fokussiert (Abbildung 3-1). 
Diese ersten Beobachtungen lassen auf eine Rolle RITA‘s in der Mitose schließen. Deutlich 
zeigt sich bei Zellen, die RITA stark überexprimieren, dass die MTs irregulär Strukturen 
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bilden. Anhand von STORM Mikroskopie wurde deutlich, dass RITA an die MT-Oberfläche 
lokalisiert und dass die Überexpression zu dickeren irregulären MT-Bündeln führt. Auch die 
Verteilung der MTs in RITA überexprimierenden Zellen erwies sich als inhomogener und 
zeigte keine normale Gaußverteilung (Steinhäuser et. al., 2016). Diese Ergebnisse weisen 
daraufhin, dass ein erhöhtes Proteinlevel an RITA die MTs stärker ummantelt und somit den 
Zugang von MAPs bzw. Enzymen wie Depolymerasen blockieren kann, was dann wiederrum 
zu stark stabilisierten MTs mit geringer Plastizität führen kann. Basierend auf diesen 
Experimenten wurde in einem in vitro Depolymerisierungs-Assay untersucht, welchen Effekt 
rekombinantes RITA auf MTs hat. Nach Zugabe von GST-RITA zu den MTs, wurden 
innerhalb kürzester Zeit stark gebündelte MTs geformt (Abbildung 3-2). Diese Daten weisen 
darauf hin, dass RITA in vitro eine bundling-Aktivität besitzt und ein neues Mitglied der 
MAPs bzw. MT-bundling Proteine sein kann. Da RITA Taxol-stabilisierte MTs in vitro 
bündelt, könnte dies auf eine MT-bundling Fähigkeit schliessen lassen. Gleiche Effekte zeigt 
der bekannte Vertreter der MT-bundling Proteine PRC1 (Protein regulator of cytokinesis). 
PRC1 bündelt in vitro MTs und spielt eine wichtige Rolle in der Zytokinese. Die 
Überexpression von PRC1 führt in Interphase Zellen zu irregulären MT-Strukturen (Mollinari 
et al., 2002), wie auch bei Überexpression von RITA zu beobachten war. Da PRC1 bevorzugt 
an die antiparallelen MTs bindet, diese dort bündelt und stabilisiert (Bieling et al., 2010), ist 
eine Rolle von RITA als bundling Protein an den antiparallelen MTs in den späten 
mitotischen Phasen (Abbildung 3-1 Reihe 3 und 4, GFP-RITA) nicht auszuschließen. Welche 
Rolle RITA in dem Komplex der Zentralspindel und der Zytokinese spielt, benötigt weitere 
experimentelle Untersuchungen, wodurch neue Rückschlüsse auf die Funktion von RITA in 
der Mitose geschlossen werden können. 
 
4.1.1 RITA wird im Zellzyklus und der Mitose reguliert 
 
Aufgrund der Lokalisation von RITA, stellte sich die Frage, ob RITA während des Zellzyklus 
konstant exprimiert wird. Experimente zeigten, dass RITA in den verschiedenen 
Zellzyklusphasen unterschiedlich exprimiert wird. Verschiedene Zelllinien in verschiedenen 
Phasen des Zellzyklus (Abbildung 3-3 C) zeigten unterschiedliche Proteinexpressionen. Das 
Vorhandensein von Doppel- oder Dreifachbaden lässt vermuten, dass RITA modifiziert 
vorliegt. Welche Modifikation konnte aber bisher nicht eindeutig geklärt werden. Durch 
Behandlung der Zelllysate mit λ-Phosphatase konnte nicht genau analysiert werden, ob es sich 
bei der oberen beobachteten Bande um eine phosphorylierte Form von RITA handelt. Um 
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dies genauer zu klären, muss die Postmodifiaktion von RITA mittels Massenspektrometrie 
oder 2D-Gelelektrophorese untersucht werden.                      
Anhand der durchgeführten Thymidin-Freilassungs-Kinetik konnte gezeigt werden, dass 
RITA während des Zellzyklus wenig reguliert wird. Die Expression von RITA steigt zur 
Mitose hin leicht und fällt zur G1-Phase wieder ab (Abbildung 3-3 A und B). Dies spricht für 
eine individuelle Kontrolle des Proteinlevels in der Mitose. Da beim Eintritt in die Mitose das 
Mikrotubuli-Netzwerk drastische dynamische Veränderungen durchläuft, um die 
Chromosomen korrekt zu separieren (Honore et al., 2005), könnte RITA als Mikrotubuli-
assoziiertes Protein an diesem dynamischen Prozess in der Mitose beteiligt sein. Zudem 
konnte anhand einer Kern-Zytoplasma-Trennung gezeigt werden, dass RITA hauptsächlich 
im Zytoplasma in der Prophase und Prometaphase vorliegt und zu einem geringen Teil im 
Kern in der G1/S-Phase (Abbildung 3-4 A). Da RITA ein NES (Nuklear Export Signal) und 
ein NLS (Nuklear Lokalisations Signal) besitzt, lässt sich daraus schließen, dass der Prozess 
des Ex- bzw des Importes von RBPJ vorwiegend in der G1/S-Phase stattfindet. Somit ist die 
subzelluläre Verteilung von RITA und RBPJ kritisch für den Notch-Signalweg und damit 
auch für weitere Signalwege (Wacker et al., 2011).  
Aufgrund der Lokalisation von RITA an den MTs wurden Immunpräzipitationen 
durchgeführt um die physische Interaktion mit Tubulin zu belegen. In Prometaphase-
synchronisiertenZellen, mit Flag-RITA transient transfiziert, konnte die Interaktion von RITA 
mit α-Tubulin bestätigt werden. Auch in der Tubulin-Immunpräziptitation konnte Flag RITA 
als Bindungspartner identifiziert werden (Abbildung 3-4 B). Somit interagieren RITA und α-
Tubulin in vivo und in vitro miteinander. Die Interaktion von RITA mit Tubulin kann somit 
einen Einfluss auf das MT-Verhalten und die Struktur haben. MAPs sind im Wesentlichen an 
der Regulation der dynamischen Eigenschaften von MTs beteiligt und ihre Interaktionen mit 
verschiedenen Zellstrukturen führt dazu,  dass die MTs effektiv von der Zelle genutzt werden 
können um die Chromosomen während der Mitose richtig auszurichten (Maiato et al., 2004). 
Inwieweit eine Überexpression von RITA die Assoziation anderer MAPs bzw.Proteine und 
die Struktur der MTs beeinflusst, muss in Zukunft genauer untersucht werden 
 
4.1.2 Der Ablauf des Zellzyklus ist in Abwesenheit von RITA gestört 
 
Nach den ersten Beobachtungen, dass RITA mit den MTs assoziiert  und im Zellzyklus 
exprimiert wird, sollte das Verhalten der Zellen ohne RITA untersucht werden. Die 
Thymidin-Freilassungskinetik zeigte, dass die Depletion von RITA die mitotische Progression 
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stört (Abbildung 3-5 A und B), da das Level von Cyclin B1 bei Zellen ohne RITA auch noch 
nach 12 h erhöht vorlag. Die Proteinmenge von Cyclin B1 akkumuliert am Ende der G2-
Phase und degradiert zu Beginn der Anaphase wodurch die Zellen aus der Mitose treten 
(Pines und Hunter, 1991). Dies wurde auch anhand der FACS Analysen deutlich. Nach 7 h 
traten die Kontrollzellen in der G2/M-Phase ein, jedoch befanden sich bereits mehr der Zellen 
ohne RITA in der G2/M-Phase. Nach 10 h befanden sich noch traten die Kontrollzellen aus 
der G2/M-Phase aus, Zellen ohne RITA verlieben jedoch noch vermehrt in G2/M-Phase 
(Abbildung 3-5 C und D). Dieses Phänomen kann auf eine deutlich bessere Synchronisation 
der Zellen ohne RITA beruhen oder auf einen verzögerten Austritt aus der Mitose hinweisen. 
Um dies genauer zu untersuchen, wurde eine RO-3306 Zeitkinetik durchgeführt, wobei RO-
3306 ein spezifischer Cdk1 Inhibitor ist und die Zellen reversibel in der G2-Phase arretieren 
kann (Vassilev et al., 2006). Auch hier zeigte sich erneut, dass die Zellen mit RITA die 
Mitose problemlos durchlaufen und aus ihr austreten, Zellen ohne RITA dagegen Probleme 
beim Austritt aus der Mitose aufwiesen. In der Western Blot Analyse der RO-3306 Kinetik 
zeigte sich ein deutlich erhöhtes Cyclin B1 Level bei Zellen ohne RITA selbst nach 1.5 h, 
wogegen Kontrollzellen zu diesem Zeitpunkt bereits aus der Mitose ausgetreten waren 
(Abbildung 3-6 A). Zusätzlich wurde der mitotische Marker phospho-Histon H3 gefärbt 
(Hendzel et al., 1997; Wei et al., 1998). Auch hier zeigte sich eine stärkere Akkumulation von 
phospho-Histon H3 bei Zellen ohne RITA, selbst nach 4 h Freilassung aus dem RO-3306 
Block. Dies konnte zusätzlich in einer FACS Messung mit dem Antikörper gegen phospho-
Histon H3 gezeigt werden. Nach 0.5 h Freisetzung konnten in RITA depletierte Zellen mehr 
positive phospho-Histon H3 postive Zellen im FACS gemessen werden, in Kontrollzellen 
dagegen weniger positive Zellen. Dies zeigt erneut deutlich, dass Zellen ohne RITA nicht 
ohne Verzögerung aus der Mitose austreten können. Da Histon H3 am Anfang der G2-Phase 
phosphoryliert wird, ein Maximum in der Prophase erreicht und zu Anaphase wieder 
dephosphoryliert wird (Prigent und Dimitrov, 2003), kann das erhöhte Signal an phospho-
Histon H3 in RITA depletierten Zellen auf eine Zeitliche Verzögerung in der Pro- bzw. 
Metaphase deuten. Die Phosphorylierung von Histon H3 wird durch die Kinase Aurora B 
katalysiert (Crosio et al., 2002), deshalb sollte in Zukunft die Expression und die Aktivität 
dieser Kinase in Ab- und Anwesenheit von RITA näher untersucht werden. Ob es sich bei 
diesem Phänotyp um eine mitotische Verzögerung handelt, sollte durch Time-lapse 
Videomikroskopie geklärt werden. Deutlich wird, dass RITA für den fehlerfreien Ablauf der 
Mitose benötigt wird. 
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4.1.3 Fehlregulation von RITA und die Folgen für die Zellzyklus Progression 
 
Zur Untersuchung der Funktion von RITA in vivo während der Mitose wurden Time-lapse 
Videomikroskopie Versuche durchgeführt. Durch diese Technik können die Länge der Mitose 
bzw. des Zellzyklus und auch die Länge mitotischer Subphasen bestimmt werden. Auch das 
Auftreten von Chromosomendefekten während der Metaphase oder lagging Chromosomen 
während der Anaphase können dadurch analysiert werden. Die Analyse der Time-lapse Daten 
ergab, dass die Mitose von RITA depletierten Zellen verlängert war (Abbildung 3-7 A). 
Durch eine präzise Analyse der mitotischen Subphasen zeigte sich, dass die Prometaphase 
und die Metaphase signifikant verlängert waren (Abbildung 3-7 B). Auch in der Metaphase 
zeigte sich eine Verlängerung bei Zellen ohne RITA. Diese Verzögerungen könnten die 
beobachteten Fehler in der Chromosomenanordnung erklären (Abbildung 3-7 C, weiße 
Pfeile). Eine genaue Auswertung dieser Defekte ergab, dass Zellen ohne RITA im Vergleich 
zu den Kontrollzellen mehr Chromosomendefekte in der Metaphase aufwiesen (Abbildung 
3-8 A und C). Die Segregations Defekten in Zellen ohne RITA ebenfalls erhöht. Auch die 
gewonnen in vivo Daten der MEFs zeigen, das RITA für die Mitose und die MT-Dynamik 
eine Rolle spielt. Im Vergleich zu Wildtyp-RITA Mäusen, zeigten die Knockout-Mäuse 
vergrößerte Lymphknoten in Hals-, Bauch- und anderen Bereichen. Sie litten an Lymphomen 
und Invasivität in Lunge, Bauchspeicheldrüse und anderen Organen. Detaillierte 
Charakterisierung und Phänotypisierung sind derzeit im Gange um die Rolle von RITA in der 
Tumorgenese aufzuklären. Der beobachtete Phänotyp könnte darauf schließen, dass RITA als 
MAP fungiert und einen Einfluss auf die Mikrotubuli-Dynamik hat. Viele andere MAPs 
haben einen Einfluss auf die MT-Dynamik. Beispielsweise bindet das Protein Stathmin freie 
Tubulindimere und begünstigt die Hydrolyse von GTP (Belmont und Mitchison, 1996; 
Howell et al., 1999). Proteine der Kinesin-13 Familie bewirken dagegen eine 
Konformationsänderung im Tubulindimer, welche die Depolymerisationsrate begünstigt. Die 
Depletion von ASAP (Aster-Associated Protein), welches zu der Klasse der MAPs gehört, 
bewirkt eine Verzögerung in der Prometa- bzw. Metaphase und es wurden vermehrt 
Chromosomendefekte beobachtet (Saffin et al., 2005). Ein anderes Protein, Hice1 
(HEC1/NDC80 interacting, centrosome associated 1) ist wichtig für die Aufrechterhaltung 
der Spindel Integrität und der chromosomalen Stabilität, aufgrund der Fähigkeit, MTs zu 
bündeln und zu stabilisieren (Wu et al., 2008). In welche Kategorie der MAPs RITA hinein 
gehört und welche physiologische Funktion RITA an den MTs hat, bedarf weiterer 
Untersuchungen. Auch ob die Phosphorylierung von RITA durch mitotische Kinasen einen 
Einfluss auf die Funktion, sowie die Lokalisation hat, ist Bestandteil zukünfiger 
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Untersuchungen.                                     
Um präzise Aussagen über das Ausmaß der beobachteten Chromosomendefekte treffen zu 
können, wurden diese mittels Immunfluoreszenzfärbungen analysiert. Dabei wurden 
fehlerhafte Chromosomenanordnung in Metaphase und Anaphase Zellen bewertet. Dabei 
ergab sich in zwei verschiedenen Zelllinien, HeLa und HCT116 Zellen, dass Zellen ohne 
RITA vermehrt Chromosomen Defekte aufweisen (Abbildung 3-9 A, B und C). Diese 
Ergebnisse bestätigen die Time-lapse Analysen. Zusätzlich wurden vermehrt multipolare 
Spindeln beobachtet. Zellen ohne RITA zeigen mehr multipolare Spindeln (Abbildung 3-9 D) 
im Vergleich zu Kontrollzellen. Multipolarität ist eine Konsequenz von Amplifikation der 
Zentrosomen, Zytokinesefehlern oder von Zellfusion. Auch die Überexpression von Aurora A 
und andere mitotischer Kinasen kann als Folge Zentrosomen Amplifikation haben (Nigg, 
2002). In RITA depletierten Zellen wurden vermehrt Zentrosomen Aberrationen beobachtet, 
welche als Konsequenz zu multipolaren Spindeln führen können. RITA lokalisiert zudem an 
den Zentrosomen und könnte dort eine Rolle in der Zentrosomenduplikation bzw. Reifung 
spielen. Weitere intensive Untersuchungen sind nötig, um die Funktion von RITA im 
Zentrosmenzyklus aufzuklären. Zur Aufklärung weshalb in RITA depletierten Zellen 
vermehrt Chromsomendefekte zu beobachten waren, wurde der interzentromere Abstand in 
der Metaphase gemessen. Dieser Abstand ist ein funktioneller Marker für den richtigen 
Aufbau an Spannung zwischen den MTs und den Kinetochoren. In Zellen ohne RITA wurde 
ein verkürzter interzentromer Abstand im Vergleich zu Kontrollzellen gemessen (Abbildung 
3-11 A und B). Dies lässt eine zu hohe Spannung vermuten und dies führt wiederrum zu 
Fehlverknüpfungen zwischen den MTs und Kinetochoren. In diesem Zusammenhang wurde 
die Kinase Aurora B näher betrachtet, da diese für die Korrektur von Fehlverknüpfungen 
verantwortlich ist (Carmena et al., 2012). Nach Depletion von RITA wurden keine 
Unterschiede in der Lokalisation von Aurora B an den Kinetochoren beobachtet (Abbildung 
3-12). Somit ist der verkürzte interzentromere Abstand nicht auf eine Fehllokalisation von 
Aurora B zurückzuführen, impliziert aber eine fehlregulierte MT-Dynamik, welche zu 
Fehlern in der Chromosomen-Separation führen kann. Durch ein rescue Experiment konnte 
gezeigt werden, dass der beobachtete Phänotyp auf das nichtvorhandensen von RITA 
zurückzuführen ist. Auch hier wiesen Zellen ohne RITA deutlich mehr Chromosomendefekte 
auf (Abbildung 3-14 B und C). Zellen hingegen, welche nach siRNA wieder mit GFP-RITA 
transfiziert wurden, zeigten weniger fehlerhafte Chromosomenanordnungen in der Metaphase 
bzw. Anaphase im Vergleich zu Kontrollzellen. Des Weiteren konnte gezeigt werden, dass 
das Wiedereinbringen der GFP-RITA Δtub Mutante, die nicht mehr effizient an Tubulin 
binden kann, zu mehr Chromosomen Defekten führte als die siRNA gegen RITA alleine. Dies 
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zeigt deutlich, dass die funktionelle Tubulin-Bindungsdomäne von RITA essentiell für die 
korrekte Anordnung der Chromosomen ist und das die Funktion von RITA an den MTs auf 
dieser Bindung beruht.  
 
4.2 RITA beeinflusst den Spindel-Phänotyp und die MT-Dynamik 
 
Aufgrund der möglichen Rolle von RITA als MAP, wurde dessen Einfluss auf die 
Spindelorganisation näher untersucht. Mittels Immunfluoreszenz wurde der Spindelphänotyp 
nach Depletion von RITA analysiert. In den vorherigen Immunfluoreszenz Experimenten 
wurde bereits beobachtet, dass Zellen ohne RITA eine höhere MT-Dichte in der Mitose 
aufwiesen und die Spindeln verkürzt wirkten. Die Auswertung der Immunfluoreszenz-Bilder 
ergab, dass Zellen ohne RITA um 1,3 µm signifikant verkürzte Spindeln aufwiesen 
(Abbildung 3-16 A und C). Einen ähnlichen Phänotyp verursacht die Depletion von CLASP1 
und CLASP2 (CLIP-associating protein), zwei Regulatoren der MT-Dynamik (Young et al., 
2014). Auch die Depletion von HSET, einem Protein der Kinesin-14 Familie, hat zur Folge 
eine Verkürzung der Spindellänge, welche wahrscheinlich durch eine verringterte 
Kraftausübung innerhalb der Spindel entsteht. Die Überexpression hingegen verlängert die 
Spindeln signifikant (Cai et al., 2009b). Die Messung der Fluoreszenzintensität der 
mitotischen Spindel ergab zudem eine Erhöhung der α-Tubulin Dichte (Abbildung 3-15 A 
und D, siRITA). Als Positivkontrolle für die Erhöhung der Tubulinpolymergehaltes wurden 
siRNA gegen MCAK, eine MT Depolymerase, verwendet (Sanhaji et al., 2014). In der FACS 
Messung wiesen Zellen ohne RITA einen höheren Tubulinpolymergehalt von α-Tubulin auf 
als Zellen in denen MCAK depletiert wurde (Abbildung 3-15 F). Der erhöhte Tubulin-
polymergehalt in Zellen ohne RITA unterstützt die Vermutung, dass RITA eine Rolle der 
Mikrotubuli-Nukleation spielt. Eine interessante Studie zeigte, dass eine erfolgreiche 
Zellteilung von der Gesamtmenge der MTs abhängt (Bertalan et al., 2015). Wenn die Anzahl 
an MTs zu klein ist, kann es nicht zur Bi-Orientierung der Chromosomen kommen, während 
bei einer zu großen Anzal an MTs, nicht alle Chromosomen korrekt in der Metaphaseplatte 
angeordnet werden können (Bertalan et al., 2015). Verkürtze Spindeln, fehlerhafte 
Chromosomenanordnungen und eine erhöhte MT-Dichte wurde auch in PTEN depletierten 
Zellen, einem Tumor Supressor und Regulator von Eg5, beobachtet (He et al., 2016). 
Welchen Einfluß RITA auf die Krafterzeugung innerhalb der mitotischen Spindel hat, z.B. 
durch MT-sliding oder bundling, muss in Zukunft näher untersucht werden. Zudem kann 
RITA die Interaktion andere Proteine wie Eg5 oder andere Motorproteine mit den MTs 
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beeinflussen. Somit sind weitere Untersuchungen nötig, um den komplexen Zusammhang 
zwischen RITA und dem Mikrotubuli-Netzwerk zu verstehen.   
Um diese Beobachtung und um eine mögliche Rolle RITAs in der Modulation der MT-
Dynamik näher zu untersuchen wurde ein MT-regrowth assay durchgeführt (Sanhaji et al., 
2014). Dabei zeigten Kontrollzellen einen normale Dynamik der MTs und bereits nach kurzer 
Zeit war die mitotische Spindel fast vollständig aufgebaut (Abbildung 3-16 A und B, sikon). 
Zellen ohne RITA zeigten dagegen schon von Anfang an weniger depolymersierte MTs und 
die MT-Dynamik erwies sich als gestört (Abbildung 3-16 A und B, siRITA). Daraus lässt sich 
schließen, dass MTs in Zellen ohne RITA resistenter gegen Kälte-induzierte 
Depolymerisation und somit stabiler sind. Aus diesem Grund könnte RITA als MAP einen 
indirekten Einfluss auf andere MAPs, wie De- und Polymerasen (MCAK und Kif2A) in der 
Region der mitotischen Spindel haben. Die Depletion des MAPs Stathmin/Op18 erhöht die 
Bildung neuer Mikrotubuli durch Minderung der Depolymerisationsrate, da Stathmin/Op18 
unpolymerisiertes Tubulin bindet und destabilisiert (Lawler, 1998). Um den Zusammenhang 
zwischen RITA als MAP und der Polymerisierungs- und Depolymerisierungsrate der MTS zu 
verstehen, müssen neue Untersuchungen in vitro in Zukunft durchgeführt werden.   
Aufgrund der beobachteten Chromosomendefekte und des erhöhten Tubulinpolymer-Gehalts, 
wurde zusätzlich die Stabilität der Kinetochor MTs untersucht. Da diese K-MTs für die 
korrekte Befestigung und Segregation der Chromosomen zuständig sind, könnte eine 
Veränderung ihrer Stabilität die mitotischen Defekte teilweise erklären. Es zeigte sich, dass 
Zellen ohne RITA nach Depolymerisation aller nicht K-MTs, eine höhere Intensität der K-
MTs im Vergleich zu Kontrollzellen aufwiesen (Abbildung 3-18 A). Diese Beobachtung 
weist zusätzlich auf eine gestörte MT-Dynamik hin und eine erhöhte Stabilität kann zu 
Fehlern in der Segregation der Chromosomen führen. Eine veränderte K-MT-Stabilität wurde 
auch in APC (Adenomatous polyposis coli protein) depletierten Zellen beobachtet. Die K-
MTs waren hyperstabil und der interzentromere Abstand war verkürzt (Bakhoum et al., 2009; 
Dikovskaya et al., 2007). Der Verlust der interkinetochoren Spannung sollte den Spindle-
Kontrollpunkt aktivieren, diese Zellen durchliefen die Mitose mit einem reduzierten Level an 
BubR1 (Mitotic checkpoint serine/threonine-protein kinase, budding uninhibited by 
benzimidazole-related 1)(Dikovskaya et al., 2007). Zellen mit einem ungesättigten  Spindel-
Kontrollpunkt rekrutieren BUB1, BUBR1, BUB3, MAD1, MAD2 und CDC20 zu den 
ungebunden Kinetochore (Bolanos-Garcia and Blundell, 2011). Da die Verzögerung der 
Mitose in RITA depletierten Zellen nicht prägnant ist, könnte die Aktivierung des Spindel-
Kontrollpunkt durch die induzierten Defekte nur von kurzer Dauer sein und die Zellen gehen 
in die Anaphase über. Da Zellen ohne RITA die Mitose mit einer Verzögerung durchlaufen, 
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muss untersucht werden, inwieweit der Spindel-Konrollpunkt beeinflusst ist. Somit könnte 
RITA als MAP wichtig für die Balance zwischen stabilen und instabilen MTs und damit ein 
Modulator für die Elastizität der MTs sein (Rubinstein et al., 2009). 
 
4.2.1 RITA moduliert die Acetylierung von α-Tubulin 
 
Posttranslationale Modifikationen von Tubulin regulieren und beeinflussen das Verhalten und 
die Eigenschaften von den Mikrotubuli (Janke und Chloë Bulinski, 2011). RITA assoziiert 
mit MTs und moduliert die Lysin 40 Acetylierung von α-Tubulin. Die Acetylierung von α-
Tubulin lokalisiert innerhalb der luminalen Seite der MTs (L’Hernault und Rosenbaum, 1985; 
Soppina et al., 2012). Diese Modifikation ist mit stabileren, langlebigeren und weniger 
dynamischen MTs verbunden (Maruta et al., 1986; Piperno et al., 1987; Webster und Borisy, 
1989) obwohl eine direkte funktionelle Bedeutung von der Lysin 40 Acetylierung unklar 
bleibt. Es wird vermutet, dass die Acetylierung von MTs, deren Stabilität und Dynamik über 
indirekte Ereignisse, wie die Interaktionen von anderen Proteinen mit den MTs beeinflusst 
(Song and Brady, 2015). 
Aufgrund der veränderten MT-Dynamik wurden die verschiedenen Tubulin Postmodifikation 
mittels Western Blot analysiert (Abbildung 3-19 B). Dabei zeigte sich das polyglutamyliertes 
Tubulin und detyrosiniertes Tubulin nicht verändert waren. Eine signifikante Änderung 
konnte allerdings im Level an acetyliertem α-Tubulin festgestellt werden. Somit konnte zum 
ersten Mal gezeigt werden, dass die Depletion von RITA die MT Eigenschaften beeinflusst 
und zu stabilisierten MTs führt. Da Zellen ohne RITA ein höheres Level an acetyliertem 
Tubulin aufwiesen, wurde die genaue Lokalisation von RITA und acetyliertem Tubulin 
mittels Immunfluoreszenz Analysen untersucht (Abbildung 3-20). In der Metaphase 
kolokalisierten beide Proteine an der mitotischen Spindel (Abbildung 3-20 A, Zeile 1). In der 
Anaphase dagegen lokalisierte RITA dominant an den interpolaren MTs, acetyliertes Tubulin 
hingegen war vermehrt an den Spindelpolen lokalisiert (Abbildung 3-20 A, Zeile 2). In der 
späten Anaphase konzentrierte sich acetyliertes Tubulin in der Mitte, dort befestigen stabile 
MTs die Chromosomen, und an den Spindelpolen. RITA dagegen wurde hauptsächlich an den 
Polen und an den interpolar MTs gefunden (Abbildung 3-20 A, Zeile 3). In der 
Telophase/Zytokinese war RITA prominent im midbody und der Zentralspindel lokalisiert. 
Acetyliertes Tubulin dagegen wurde nicht direkt am midbody gefunden (Abbildung 3-20 A. 
Zeile 4). Das RITA direkt am midbody zu finden ist, könnte ein weiteres Indiz für eine Rolle 
in der Zytokinese sein ähnlich dem Protein PRC1 (Mollinari et al., 2002). Die Lokalisation 
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von RITA ähnelt vieler andere Proteine die die Eigenschaften der MTs modulieren, wie TPX2 
und Eg5 (Ma et al., 2011), PTEN (He et al., 2016), APC (Dikovskaya et al., 2007), ASAP 
(Saffin et al., 2005) und Hice1 (Wu et al., 2008). Durch die Reexpression von RITA Wildtyp, 
aber nicht RITA ∆tub, konnte das Level an acetyliertem Tubulin wieder nahezu auf das Level 
von Kontrollzellen gebracht werden (Abbildung 3-21 A und B). Auch der Abstand der Pole 
und der Tubulinpolymer Gehalt konnten durch Einbringen von RITA Wildtyp wieder 
hergestellt werden (Abbildung 3-22 A und B). Die ∆tub Mutante wies dagegen eine noch 
stärkere Zunahme an acetyliertem Tubulin auf, was auf einen dominant-negativen Effekt 
zurück zu führen ist. Dadurch wird deutlich, dass das Vorhandensein der Tubulin-
Bindungsdomäne in RITA für die Funktion an den MTs und Modulation der Acetylierung 
von Lysin 40 in α-Tubulin wichtig ist. Desweiteren sollte der Zusammenhang zwischen 
anderen Enzymen, die bevorzugt acetyliertes Tubulin erkennen wie beispielsweise Katanin 
(Sudo und Baas, 2010) in Zukunft untersucht werden. 
 
4.2.2 RITA hat einen Einfluss auf die Komplexbildung von HDAC6/Mec-17 mit 
Tubulin 
 
Die Acetylierung von Lysin 40 von α-Tubulin wird durch die Acetyltransferase Mec-17 
(Akella et al., 2010) und die Deacetylasen HDAC6 und SIRT2 katalysiert (Hubbert et al., 
2002; North et al., 2003). Neuere Daten zeigen allerdings, dass SIRT2 keine signifikante 
Auswirkung auf die Acetylierung von α-Tubulin hat (Bobrowska et al., 2012). Wie die 
Acetyltransferase Mec-17 den Zugang zum Lysin 40 innerhalb der luminalen Seite findet, ist 
bis heute nicht eindeutig geklärt. Vor kurzem wurde berichtet, dass Mec-17 an die äußere 
Oberfläche der MTs bindet, teilweise an den Tubulin-C-Terminus, der wiederum den Zugang 
zu der luminalen Seite erleichtert wenn seitliche Öffnungen zwischen den Protofilamenten der 
MTs entstehen (Howes et al., 2014). Es konnte in dieser Arbeit gezeigt werden, dass sowohl 
die Überexpression, als auch die Depletion von RITA die Assoziation von HDAC6 und Mec-
17 mit den MTs beeinflusst und somit auch die Modulation der Tubulin Acetylierung an 
Lysin 40. Die Anwesenheit von RITA fördert möglicherweise den Zugang von Mec-17 zur 
luminalen Seite der MTs durch eine eventuelle Konformationsänderung von Tubulin. Von 
Heppenstall et. al. wurde pubuliziert, dass Mec-17 die Mikrotubuli destabilisiert und dessen 
Dynamik unabhängig der Acetylierung beschleunigt. Der Einfluss von Mec-17 auf die MT-
Dynmik ist somit komplexer als vermutet und es ist die Anwesenheit und die Interaktion mit 
Tubulin oder anderer Schlüsselregulatoren der MT-Dynamik, die eine Rolle spielen (Kalebic 
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et al., 2013). Eine andere Studie zeigte, dass die Acetylierung keinen Effekt auf die Struktur 
und Konformation von α-Tubulin hat, aber die Bindung anderer Proteine innerhalb der 
luminalen Seite beeinflussen kann (Kalebic et al., 2013). Es ist bis heute unklar, welche 
Proteine in der luminalen Seite von α-Tubulin binden aber die Anwesenheit ist in 
verschiedenen Zelltypen bestätig (Garvalov et al., 2006). Weiterer Untersuchungen sind nötig, 
um den Zusammenhang von RITA, der Acetylierung und dieser Proteine innerhalb des 
Lumen von α-Tubulin zu verstehen. Da HDAC6 die Haupt-Deacetylase für α-Tubulin ist, 
könnte dies auch das erhöhte Level an acetyliertem Tubulin erklären (Abbildung 3-23 A). 
Auch in Immunpräzipitationen konnte gezeigt werden, das HDAC6 in einem Komplex mit 
RITA und Tubulin vorkommt (Abbildung 3-24 A). Die Depletion von RITA  beeinflusste die 
Assoziation von HDAC6 mit Tubulin negative (Abbildung 3-24 B). In der Fraktionierung der 
MTs konnte eine Erniedrigung an HDAC6 an den MTs in Abwesenheit von RITA festgestellt 
werden (Abbildung 3-25). Die Daten deuten darauf hin, dass die Anwesenheit von RITA die 
Komplexbildung zwischen HDAC6 und Tubulin fördert, die Abwesenheit dagegen diese 
Assoziation stört. Auch die in vitro als auch in vivo Daten untermauern die Ergebnisse, da 
anhand von dSTORM deutlich wurde, dass RITA die Struktur der MTs beeinflusst 
(Abbildung 3-2). Ein weiterer Hinweis darauf, dass RITA Einfluss auf die Bindung von 
HDAC6 mit den MTs zeigte sich darin, dass in der Immunpräzipitationen von Flag RITA wt, 
Tubulin sowie HDAC6 zu finden waren. Mit der ∆tub Mutante konnte dagegen eine deutlich 
verringerte Bindung festgestellt werden (Abbildung 3-26 A). Dies konnte zusätzlich in einem 
Pulldown assay gezeigt werden (Abbildung 3-26 B). Da HDAC6 freie Tubulin-Dimere 
bevorzugt deacetyliert (Perdiz et al., 2011) und RITA sowohl freies und polymerisiertes 
Tubulin bindet, könnte RITA als Adaptorprotein für HDAC6 dienen. In Abwesenheit oder bei 
Expression der ∆tub Mutante is die Bindung von HDAC6 an die freien Tubulin-Dimere 
möglicherweise gestört und der Prozess der Deacetlyierung verhindert. Im Jahr 2009 
publizierte die Gruppe von Bershadsky, dass die Inhibition von HDAC6 durch TSA 
(Trichiostatin A) oder Tubacin, nicht aber die Runterregulation, trotz erhöhtem acetyliertem 
α-Tubulin das Wachstum der MTs beschleunigt (Zilberman et al., 2009). Eine andere 
Publikation zeigte, dass die Überexpression von HDAC6 die Depolymerisation der MTs 
durch Demecolcin beschleunigt und die MTs somit sensibilisiert für depolymerisierende 
Reagenzien sind (Matsuyama et al., 2002). Somit könnte RITA ein Gleichgewicht zwischen 
der Deacetylierung durch HDAC6 und der Acetylierung durch Mec-17 herstellen und somit 
α-Tubulin in einem dem Kontext entsprechenden deacetylierten elastischen Zustand halten, 
um die dynamische Veränderung der MTs zu garantieren. Der Zusammenhang zwischen 
RITA und HDAC6/Mec-17 muss in Zukunft genauer untersucht werden, z.B. durch Messung 
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der HDAC6-Aktivität in An- und Abwesenheit von RITA. Zusammenfassend wirkt sich eine 
Deregulation von RITA, durch Depletion oder Überexpression, auf die MT-Dynamik, MT-
Stabilität und den Zellzyklus aus, was Konsequenzen für die Chromosomenanordnung und 
den Spindelaufbau hat. Diese Daten zeigen, dass RITA genau reguliert sein muss und jede 
Störung im Proteinlevel von RITA zu Veränderungen des MT-Verhaltens führt. Weitere 
Untersuchungen sind erforderlich, um die genaue dynamische Bindung von RITA an 
Tubulin/MTs zu verstehen, die Beziehung zu HDAC6 und Mec-17 und RITAs Einfluss und 
Korrelation mit anderen MAPs. 
 
4.3 Erhöhtes Aurora A Level in Zellen ohne RITA ist partiell für die 
Chromosomendefekte verantwortlich 
 
Um die beobachteten Chromosomen Defekte weiter zu erklären, wurde untersucht, welche 
mitotischen Proteine von der Depletion RITAs beeinflusst werden. Aurora A ist in multiplen 
mitotischen Ereignissen involviert, wie in der Reifung und Trennung der Zentrosomen, die 
Assemblierung der bipolaren Spindel und der Anordnung der Chromosomen (Carmena et al., 
2009; Marumoto et al., 2005). Die Aktivität von Aurora A steigt in der späten G2 Phase und 
erreicht ihr Maximum in der Mitose, welche durch diverse Koaktivatoren wie Ajuba in G2 
(Hirota et al., 2003) und TPX2 in der Mitose reguliert wird (Bayliss et al., 2003). TPX2 
rekrutiert Aurora A zu der mitotischen Spindel und aktiviert diese dort durch Induktion einer 
Konformationsänderung, wodurch die Auto-Phosphorylierung von Threonin 288 in der T-
Schleife stattfindet. Diese ist somit vor der Dephosphorylierung durch die Protein 
Phosphatase 1 geschützt (Carmena et al., 2009). Bei den Analysen wurde deutlich, dass die 
phosphorylierte aktive Form von Aurora A in Zellen ohne RITA erhöht ist (Abbildung 3-27 
A). Die Auswertung der Fluoreszenzintensitätsmessung ergab ein erhöhtes Signal in der 
Prophase, erhöhtes Signal in der Prometaphase und ein erhöhtes Signal in der Metaphase 
(Abbildung 3-27, A und B). Dieses Ergebnis zeigt deutlich, dass in Abwesenheit von RITA 
die aktive Form von Aurora A von der Prophase bis zu Metaphase signifikant erhöht ist. Dies 
wurde zusätzlich in Western Blot Analysen bestätigt (Abbildung 3-28 A, Reihe 3). Zudem 
konnte ein leicht erhöhtes Proteinlevel an TPX2, einem mitotischen Aktivator von Aurora A, 
festgestellt werden (Abbildung 3-28 A, Reihe 4 und B). Eine Studie zeigte interessanterweise, 
dass die Degradation von Aurora A durch Cdh1 (Aktivator des Anaphase-Promoting-Comlex 
APC) von der Interaktion mit TPX2 abhängt (Giubettini et al., 2011). Somit könnte das 
erhöhte Level von TPX2 in RITA depletierten Zellen die rechtzeitige Degradation von Aurora 
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A stören. Die Auswertung des Verhältnisses von p-Aurora A/Aurora A ergab, dass nicht das 
Proteinlevel von Aurora A für das erhöhte Level an aktiver Aurora A verantwortlich ist 
(Abbildung 3-28 C). Zusätzlich wurden diese Ergebnisse anhand von 
Fluoreszenzintensitätsmessung von Aurora A und aktiver Aurora A in RITA depletierten 
Metaphase Zellen bestätigt (Abbildung 3-28 D und E). Somit konnte zum ersten Mal gezeigt 
werden, dass die Depletion das Proteinlevel der aktiven Aurora A, nicht aber der nicht-aktiven 
Aurora A, erhöht. Auch das vermehrte Auftreten von multipolaren Spindeln lässt sich durch 
die aktivere Aurora A erklären.   
Das beobachtete erhöhte Level an TPX2 konnte zusätzlich anhand von 
Immunfluoreszenzanalysen bestätigt werden (Abbildung 3-29 A und B), welches aber nicht 
die Menge an phosphorylierter Aurora A in den frühen Phasen der Mitose erklären kann. 
Mittels Re-expression von RITA wt in depletierten Zellen, aber nicht RITA Δtub, konnte das 
Level an p-Aurora A wieder auf das Level von Kontrollzellen reduziert werden (Abbildung 
3-29 C und D). Dabei zeigte die Δtub Mutante keine Reduktion. Die beobachteten 
Chromosomen Defekte nach Depletion lassen sich teilweise durch die Erhöhung von der 
aktiven Aurora A erklären. Um dies genauer zu untersuchen, wurde zusätzlich der spezifische 
Inhibitor MLN8054 verwendet. Es zeigte sich, dass die mitotischen Defekte in Zellen ohne 
RITA durch die Zugabe von einer niedrigen Dosis dieses Inhibitors wieder reduziert werden 
können (Abbildung 3-30 und Abbildung 3-31). Bevor die Kernmembran degradiert, wird 
Aurora A durch Ajuba aktiviert und dadurch werden Proteine wie γ-Tubulin, 
TACC/XMAP215 Komplex und andere für die MT Nukleation rekrutiert. Wenn dann die 
Kernmembran aufgelöst wurde, wird Aurora A durch den Ran Signalweg aktiviert, da TPX2 
von β-Importin freigesetzt wird und somit die Lokalisation wie auch die Aktivität von Aurora 
A steuert (Fu et al., 2007). Inwieweit RITA in diesen Prozess involviert ist, konnte nicht 
geklärt werden. Es ist zu vermuten, da RITA auch an den Zentrosomen lokalisiert, dass RITA 
die Mikrotubuli Assemblierung moduliert. Zudem wurde berichtet, dass erhöhte Level an 
Aurora A/TPX2 Komplex als onkogenes Holoenzym in CIN Zellen agieren kann und somit 
zur Tumorgenese beiträgt (Asteriti et al., 2010). Andere Studien haben gezeigt, dass MTs für 
die Aktivität von Aurora B in vitro verantwortlich sind (Rosasco-Nitcher et al., 2008) und das 
Aurora B direkt MTs bindet und eindimensionale Diffusion betreibt, welches wiederum die 
Aktivierung und somit die Phosphorylierung von MT assoziierten Substraten beschleunigt 
(Noujaim et al., 2014). Damit könnten die stabilisierten MTs in Zellen ohne RITA die 
Bindung und Aktivität von Aurora A modulieren, wodurch es zu einer Erhöhung der MT 
Assemblierungsrate kommt und was letztendlich zu chromosomaler Instabilität führt (Ertych 
et al., 2014). Weitere Untersuchungen sind nötig, um diese Hypothese zu belegen.   
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5 Zusammenfassung und Perspektive 
 
In der vorliegenden Dissertation wurde die Funktion von RITA in der Mitose untersucht. 
Neben RITAs Rolle als negativer Regulator eines aktiven Notch-Signalweges sind weitere 
Funktionen bisher unbekannt. Da RITA in diversen Zellzyklusphasen mit dem 
Zytoskelett/MTs kolokalisiert, wurde die physiologische Rolle von RITA als neues MAP in 
der Mitose genauer untersucht. Es konnte gezeigt werden, dass RITA in der Mitose mit 
diversen mitotischen MT-Strukturen kolokalisiert und dass RITA einen Einfluß auf deren 
Struktur hat. Somit ist das Level von RITA entscheidend für die Eigenschaften der MTs und 
bedarf einer genauen Kontrolle, da sonst andere MT-bindende Proteine wie Depolymerasen 
oder Motorproteine gestört werden können. In vitro konnte gezeigt werden, dass RITA MTs 
bündelt. In vivo sowie in vitro konnte deutlich gezeigt werden, dass RITA an der Oberfläche 
der MTs lokalisiert. RITA wurde vorweigend in der zytoplasmatischen Fraktion während der 
Pro- und Prometaphase gefunden und eine geringe Menge im Kern in der G1/S-Phase. Da 
RITA für den Export von RBPJ zuständig ist, kann vermutet werden, dass dieser Prozess 
hauptsächlich in der G1/S-Phase stattfindet. Die von Wacker et. al. publizierte in vitro 
Interaktion zwischen RITA und α-Tubulin konnte in dieser Dissertation auch in vivo bestätigt 
werden.   
Zusätzlich wurde der Einfluss der Depletion von RITA auf den Zellzyklus näher betrachtet. 
Dabei zeigten Zellen ohne RITA erhebliche Probleme mit dem Durchlaufen der Mitose. Time-
lapse Mikroskopie Analysen ergaben, dass Zellen ohne RITA für das Durchlaufen länger 
benötigen als Kontrollzellen. Genauere Analysen ergaben eine signifikant verlängerte 
Prometa- und Metaphase. In diesen Analysen konnten auch vermehrt Chromosomendefekte 
und multipolare Spindeln beobachtet. Zusätzlich beobachtete Phänotypen waren verkürzte 
Spindeln und ein verkürzter interzentromerer Abstand. Durch die Reexpression von 
exogenem RITA wt, aber nicht RITA Δtub, konnten die Phänotypen wieder behoben werden. 
Die Δtub Mutante zeigte dabei noch mehr Defekte. Somit ist die Tubulin-Bindungsdomäne 
für die Funktion von RITA wichtig. Zusätzlich wurde die MT-Dynamik in An- und 
Abwesenheit von RITA untersucht. Dabei zeigte sich, dass Zellen ohne RITA eine höhere 
MT-Dichte, explizit vermehrt polymerisiertes α-Tubulin aufwiesen. In Abwesenheit von 
RITA, zeigten Zellen eine gestörte MT-Dynamik, welche sich durch die erhöhte MT-Dichte 
erklären läßt. Die Analyse der Kinetochor-MTs ergab, dass diese in Zellen ohne RITA 
weitaus stabiler waren. Bei Untersuchung der Tubulin Postmodifikation zeigte sich, dass 
acetyliertes α-Tubulin in Abwesenheit von RITA signifikant erhöht war. Dies spricht für ein 
stabilisiertes MT-Netzwerk in der Mitose. Für diesen Phänotyp ist wiederrum die Tubulin-
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Bindungsdomäne wichtig, da durch das Wiedereinbringen von RITA wt, nicht aber der Δtub 
Mutante, das Level des acetylierten α-Tubulin wieder auf das Ausgangsniveau gesenkt 
werden konnte. Da die Postmodifikation der Tubulin Acetylierung durch die Enzyme HDAC6 
(Deacetylase) und Mec-17 (Aceytlase) gesteuert werden, wurden diese beiden Enzyme näher 
betrachtet. In dieser Arbeit konnte gezeigt werden, dass die Überexpression sowie die 
Depletion von RITA die Assoziation der beiden Enzyme mit den MTs veränderte. In beiden 
Fällen konnte eine verringerte HDAC6/MT Assoziation und eine erhöhte Mec-17/MT 
Assoziation beobachtet werden. Anhand von Immunpräzipitationen wurde HDAC6 in einem 
Komplex mit RITA und α-Tubulin gefunden, wobei die Δtub Mutante zu einer geringeren 
Assoziation von HDAC6 mit α-Tubulin führte. Die Depletion von RITA verhinderte diese 
Komplex-Bildung von HDAC6 mit α-Tubulin jedoch. Diese Ergebnisse konnten auch in vitro 
bestätigt werden.  
Bei der Suche nach weiteren Gründen für die beobachteten Chromosomendefekte wurde die 
Aurora A Kinase näher betrachtet. Nach Depletion von RITA konnte gezeigt werden, dass die 
aktive phosphorylierte Form (Thr288) dieser Kinase erhöht war. Zudem war einer der 
Koaktivatoren von Aurora A, TPX2, in der Prometaphase leicht erhöht. Nicht-aktive Aurora 
A war dagegen nicht verändert. Somit kann das verstärkte Auftreten der aktiven Aurora A 
teilweise die Chromosomendefekte erklären. Durch Verwendung des spezifischen Aurora A 
Inhibitors MLN8054 konnten diese Defekte nach Depletion von RITA teilweise wieder 
reduziert werden. In der Abbildung 5-1 sind die gewonnenen Erkenntnisse zusammengefasst. 
In dieser Arbeit konnte zum ersten Mal gezeigt werden, dass RITA die MT-Dynamik 
beeinflusst und die Expression von RITA präzise reguliert sein muss. 
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Abbildung 5-1: Schematische Darstellung des Einflusses von RITA in der Mitose auf die MTs. (A) Zellen mit RITA zeigen 
einen normalen Phänotyp mit balanciertem HDAC6, Mec-17, p-Aurora A und acetyliertem Tubulin. (B) Zellen ohne RITA 
zeigen ein Ungleichgewicht an HDAC6/Mec-17, mehr p-Aurora A und vermehrtes acetyliertes Tubulin, und somit vermehrt 
mitotische Defekte. 
 
Weitergehende Untersuchungen sind notwendig, um die Rolle von RITA im Zusammenhang 
mit dem Zellzyklus, der MT-Dynamik und dem Notch-Signalweg genauer zu klären. Auch ob 
RITA als MAP eine von der Phosphorylierung abhängige Lokalistation zeigt, wäre interessant 
zu untersuchen. Da aus eigenen Arbeiten bekannt ist, dass RITA von Cdk1 und Plk1, zwei 
wichtige mitotische Kinasen, phosphoryliert wird, wäre die Analyse dieser Phospho-Stellen 
wichtig. Auch die Beobachtungen, dass RITA an den Zentrosomen und dem primären Zilium 
lokalisiert, lässt auf eine mögliche Rolle in der Zentrosomentrennung und der Ziliogenese 
schließen. Anhand von Massenspektrometrie Daten, konnten bereits einige interessante 
Interaktionspartner von RITA aus diversen Signalwegen gefunden werden (Abbildung 5-2).  
 
Abbildung 5-2: Interaktionspartner von RITA anhand von Massenspektrometrie Daten. Unterschieden nach Signalweg bzw. 
Proteinklasse. Nächste Untersuchungen der MT-bindenden und der Zentrosom bzw. Ziliogenese Proteine. 
 
Durch das Wissen der Interaktionspartner kann die molekulare Funktion von RITA in Zukunft 
noch besser aufgeklärt werden. Des Weiteren soll die Expression von RITA in primärem 
Tumorgewebe näher untersucht werden. Die Charakterisierung der RITA KO Mäuse wird 
weitere Erkenntnisse über die Rolle von RITA in der Tumorgenese aufdecken. Erste 
Vorversuche zeigten, dass RITA in diversen Brustkrebszelllinien unterschiedlich exprimiert 
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wird. Somit wäre es interessant die Funktion von RITA, in Bezug auf das Migrations- bzw. 
Invasionsverhalten in diesen Krebszelllinien genauer zu betrachten. Vorläufige 
Immunhistologische Analysen von Analkarzinomproben zeigten, das RITA im Tumorgewebe 
exprimiert wird und das eine erhöhte Expression von RITA das Ansprechen auf die 
Radiologische Therapie verringert. Durch die Analyse des Tumorgewebes können weitere 
Rückschlüsse auf das Expressionsverhalten, genauer ob Über- oder Unterexpression 
vorherrscht, gewonnen werden. Durch diese Erkenntnisse können dann der Einfluss der 
Expression von RITA auf die Anwendung von Chemotherapeutika, insbesondere die 
Anwendung der Mikrotubuli-bindenden Agenzien und Radiologischen Behandlugen näher 
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7.3 Abkürzungsverzeichniss 
 
APS    Ammoniumperoxodisulfat 
BSA    Bovine Serumalbumin   
CHX    Cycloheximid  
Cy3/5    Cyanin 3/5  
DAPI     4′,6-Diamidin-2-phenylindol  
DMSO   Dimethylsulfoxid  
DTT    Dithiothreitol  
ECL     Enhanced Chemiluminescent Lösung  
EDTA   Ethylendiamintetraacetat  
EGFP    enhanced GFP  
EGTA   Ethylenglykoltetraacetat  
FCS    fetales Kälberserum (fetal calf serum)  
FITC    Fluoresceinisothiocyanat GFP grün fluoreszierendes Protein  
HEPES   Hydroxyethylpiperazinylethansulfonsäure  
HRP    Meerrettichperoxidase (horse-radish-peroxidase)  
LB    lysogeny broth  
MOPS   3-(N-Morpholino)-Propansulfonsäure N 
Noc    Nocodazol  
NaAc    Natriumacetat  
NP-40    Nonyl-Phenoxypolyethoxylethanol-40  
PBS(T)  Phosphate Buffered Saline (Tween-20) 
PFA    Paraformaldehyd PMSF Phenylmetylsulfonylfluorid  
SDS     Natriumdodecylsulfat (sodium dodecyl sulfate)  
SOB    super optimal broth  
T     Thymidin  
TEMED   Tetramethylethylendiamin 
µ     Mikro  
bp     Basenpaar(e)  
Ci     Curie  
Da     Dalton 
g     Gramm   
h     Stunde(n)  
k   Kilo  
l    Liter  
m     Meter oder Milli  
M     Molar  
min    Minute(n)  
n     Nano  
pH-Wert                 negativer dekadischer Logarithmus der Wasserstoffionen 
Aktivität  
RLU    relative light units  
rpm    Umdrehungen pro Minute (revolutions per minute)  
sec     Sekunde  
U     Unit(s) (Einheit der Umsatzrate von Enzymen)  
v/v     Volumen pro Volumen (volume per volume) 
 w/v     Gewicht pro Volumen (weight per volume) 
ACA    Anti-Centromere Antikörper  
ad     auf  
ATP    Adenosin-Triphosphat  
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Cdk     cyclin-dependent kinase  
cDNA    complementary DNA  
dNTPs   Desoxyribonucleotid-Triphosphate (dATP, dGTP, dCTP, dTTP)  
E. coli    Escherichia coli  
FACS    fluorescence activated cell sorting  
GAPDH   Glycerinaldehyd-3-phosphat-Dehydrogenase  
GST    Glutathion S-Transferase  
H2B    Histon 2B 
HCT116  Humane Kolon-Karzinom Zelllinie 
HDAC    Histon-Deacetylase 
HeLa    Humane Cervix-Karzinom-Zelllinie  
IgG    Immunglobulin G  
in vitro   im Reagenzglas  
in vivo   im lebenden Organismus, einschließlich Zellkulturarbeiten  
Kon    Kontrolle  
KO   Knock-out 
MEFs   Maus embryonale Fibroblasten 
M-Phase   Mitose-Phase  
mRNA  messenger RNA  
NES    nuclear export signal  
NLS    nuclear localization signal  
N-Terminus   Amino-Terminus  
MEF   Mouse embryonic fibroblaste 
OD     Optische Dichte  
PAGE    poly acryl amide gel electrophoresis  
PCR     Polymerase-Kettenreaktion (polymerase chain reaction) 
p-HH3   phospho-Histon H3   
PLA   Proximity-Ligation Assay  
Plk    Polo-like Kinase  
Rb   Retinoblastom  
RNA    Ribonukleinsäure (ribonucleic acid)  
RNAi    RNA-Interferenz (RNA interference)  
RT     Raumtemperatur (20-25 °C) 
SAC    spindle assembly checkpoint, Spindelkontrollpunkt  
siRNA    small interfering RNA  
S-Phase   Synthese-Phase  
UTR    untranslated region  
UV    ultraviolett  
U2OS   Humane Osteosarcoma-Zelllinie 
Wt    Wildtyp  
Zyto    Zytoplasma   
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